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 Resumo 
 
Introdução: O tecido ósseo é constituído por células e uma matriz extracelular 
calcificada. O desequilíbrio entre a taxa de formação e a reabsorção óssea pode 
ocasionar a osteoporose. O ranelato de estrôncio (SrR) é indicado para o tratamento da 
osteoporose severa, porém não se sabe se sua ação no tecido ósseo pode ser 
potencializada quando associado à vibração mecânica. Objetivo: Caracterizar as 
alterações do tecido ósseo de ratas osteopênicas submetidas ao tratamento com 
ranelato de estrôncio associado à estímulos mecânicos sobre a vibração mecânica de 
baixa intensidade e frequência. Métodos: Quarenta ratas Wistar adultas foram 
ooforectomizadas e após três meses divididas em 4 grupos: Grupo I (controle) - 
gavadas com solução veículo; Grupo II (SrR) - gavadas 625 mg/kg/dia de SrR - Grupo 
III (VBM) - submetidas a vibração mecânica por 20 min. à 60 Hz com intensidade de 
0.6g/5 dias por semana – Grupo IV (SrR+VBM) - gavadas  com 625 mg/kg/dia de SrR + 
vibração mecânica por 20 min. à 60 Hz com intensidade de 0.6g/5 dias por semana. Os 
animais foram pesados semanalmente e submetidos à densitometria óssea no início e 
após 90 dias de tratamento. Após a eutanásia os fêmures foram processados para 
análises histomorfométricas, histoquímica (Picro-Sirius red) e bioquímicas. Alguns 
cortes foram submetidos ao método de TRAP para quantificação de osteoclastos. As 
tíbias e as vértebras foram destinadas às analises biofísicas e biomecânicas. Todos os 
resultados foram avaliados estatisticamente com o teste de variância (ANOVA), 
seguido pelo teste de Comparações Múltiplas de Tukey. Resultados: O grupo SrR foi o 
único a obter ganho em todos os parâmetros analisados pela densitometria óssea 
(DMO, CMO e Área), tanto na região de corpo total quanto na região do fêmur-tíbia. 
Também apresentou a maior DMO ao final do tratamento. O grupo SrR+VBM mostrou 
maior espessura e comprimento das tíbias, enquanto SrR apresentou somente maior 
espessura nos fêmures. O maior volume ósseo, capacidade em suportar cargas, 
rigidez e tenacidade foram observados no grupo SrR nas tíbias e vértebras. O grupo 
VBM apresentou maior percentual de material orgânico e volume ósseo nas tíbias, e 
nas vértebras SrR e SrR+VBM revelaram maior densidade mineral e percentual de 
material orgânico. As análises histomorfométricas revelaram que os grupos SrR e 
SrR+VBM apresentaram maior volume ósseo trabecular no fêmur do que o grupo VBM, 
e somente o SrR foi superior ao Controle. A espessura do osso cortical foi maior tanto 
xviii 
 
no grupo SrR quanto no SrR+VBM. Em relação ao coláneno a maior birrefringência 
avermelhada (colágeno maduro) foi observada no grupo SrR+VBM, e a maior 
birrefringência esverdeada (colágeno imaturo) no VBM. Observou-se uma diminuição 
nos níveis de condroitim sulfato em todos os grupos tratados quando comparados ao 
controle. A quantidade de ácido hialurônico foi superior no grupo VBM. Conclusão: O 
tratamento com ranelato de estrôncio associado à vibração mecânica, bem como o 
ranelato administrado de forma isolada exerceram efeito positivo nos constituintes do 
tecido ósseo acelerando o processo de remodelação e promovendo o 
reestabelecimento da microarquitetura óssea em ratas osteopênicas. 
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1. INTRODUÇÃO E REVISÃO DA LITERATURA 
 
1.1 Tecido ósseo 
  O tecido ósseo é um tipo de tecido conjuntivo especializado, composto 
por diferentes tipos celulares e material extracelular mineralizado, a matriz óssea 
(Sodek & McKee, 2000; Stevens & Lowe, 2001; Faloni, 2006; Robling et al., 2006; 
Junqueira, Carneiro, 2008). 
  Como elemento principal do esqueleto o tecido ósseo desempenha várias 
funções, entre as principais estão: dar suporte para tecidos moles, proteção de órgãos 
vitais, contenção da medula óssea, armazenagem e homeostase de cálcio e 
proporciona também apoio aos músculos esqueléticos (Valério, 2005; Robling et al., 
2006; Datta et al., 2008; Fukumoto & Martin, 2009; Silva, 2011). 
  O tecido ósseo macroscopicamente pode ser dividido em dois tipos: o 
osso cortical (compacto) ou esponjoso (trabecular). O osso cortical é mais denso e 
espesso, e apresenta uma estrutura ordenada. Já o osso esponjoso apresenta uma 
estrutura irregular e maior atividade metabólica que o osso cortical, é menos compacto 
e formado por placas que se conectam chamadas de trabéculas ósseas (Sommerfeldt 
& Rubin, 2001; Datta et al., 2008; Kierszenbaum & Tres, 2012). Apesar das diferenças 
observadas entre os dois tipos de tecido ósseo, ambos apresentam a mesma estrutura 
histológica básica (Datta et al., 2008, Kierszenbaum & Tres, 2012).   
  Nos ossos longos, as extremidades ou epífises são compostas por uma 
camada de osso compacto (cortical) e osso esponjoso (trabecular), que é encontrado 
em maior quantidade quando comparado ao osso cortical. Já a parte mais cilíndrica 
dos ossos longos, denominada diáfise, é constituída principalmente por osso compacto 
e apresenta uma pequena quantidade de osso esponjoso onde o canal medular é 
delimitado, abrigando a medula óssea (Junqueira & Carneiro, 2012). 
  Todos os ossos são revestidos por membranas conjuntivas denominadas 
endósteo (interna) e periósteo (externa), que possuem células osteogênicas. Essas 
membranas são de suma importância para a integridade dos ossos (Katchburian & 
Arana, 2004; Datta et al., 2008; Junqueira & Carneiro, 2012).  
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  A classificação histológica do tecido ósseo pode ser realizada de acordo 
com a organização das fibras colágenas. O tecido ósseo primário ou imaturo apresenta 
fibras colágenas dispostas de maneira irregular e sem orientação definida. Já o tecido 
ósseo secundário ou lamelar apresenta fibras colágenas de maneira organizada em 
lamelas paralelas, ou em camadas concêntricas, formando os sistemas de Harvers 
(Sommerfeldt & Rubin, 2001). No processo de formação óssea ocorre primeiro a 
produção de osso imaturo, e em seguida ocorre a substituição do mesmo por osso 
secundário (Shapiro, 2008).  
  Os principais tipos celulares que constituem o tecido ósseo são os 
osteoblastos, osteócitos e osteoclastos, responsáveis pela síntese de matriz óssea 
(osteóide), manutenção da matriz mineralizada e reabsorção óssea respectivamente 
(Katchburian & Arana, 2004; Kierszenbaum, 2004) (figura 1). 
 
 
 
Figura 1. Esquema ilustrativo das células que constituem o tecido ósseo. Na superfície estão os 
osteoblastos em atividade sintetizando o osteóide e o osteoclasto localizado na lacuna de Howship 
degradando a matriz. Os osteócitos encontram-se aprisionados na matriz dentro de lacunas e realizam 
comunicação entre si por meio dos seus prolongamentos citoplasmáticos que se localizam no interior 
dos canalículos (Adaptado de Pacheco-Costa, 2010). 
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 Dentre as especialidades do tecido ósseo está à capacidade de realizar a 
transdução dos estímulos mecânicos em uma resposta celular através de um processo 
referido como mecanotransdução (Warden et al., 2013), essencial para a homeostase 
óssea (Mikuni-Takagaki, 1999; Liedert et al., 2006). 
 A homeostase óssea é mantida pelo equilíbrio entre a formação óssea 
realizada pelos osteoblastos e a reabsorção óssea executada por osteoclastos. Esse 
equilíbrio é localmente regulado por citocinas e fatores de crescimento e 
sistematicamente por hormônios como, por exemplo, o paratormônio humano (PTH) e 
o estrógeno. Os osteoblastos também podem ser ativados diretamente por cargas 
mecânicas que levam ao aumento da proliferação e síntese da matriz, ou indiretamente 
ativados por fatores de crescimento e por liberação de prostaglandina e óxido nítrico 
pelos osteócitos (Mikuni-Takagaki, 1999; Liedert et al., 2006). 
 O tecido ósseo está em constante processo de remodelação, o que 
facilita o reparo de microlesões e também alterações na massa óssea em resposta a 
estímulos mecânicos ou necessidades metabólicas do mesmo (Liedert et al., 2006; 
Warden et al., 2013). 
  É sabido que em resposta ao aumento da carga mecânica (por exemplo, 
duração do exercício) o equilíbrio no turnover ósseo favorece o anabolismo, através do 
recrutamento e atividade dos osteoblastos o que resulta na deposição de matriz e 
consequentemente no aumento da resistência óssea. Porém, quando ocorre a 
diminuição da carga mecânica, a reabsorção é induzida promovendo a 
osteoclastogênese, enquanto a formação óssea é suprimida (Ozcivici et al., 2010). 
Apesar de alguns achados o mecanismo de mecanotransdução precisa ser melhor 
compreendido (Liedert et al., 2006; Warden et al., 2013). 
 
1.2 Osteoblastos 
  Osteoblastos (figura 1) originam-se de células mesenquimais e também 
osteoprogenitoras e são as células responsáveis pela produção e secreção da matriz 
orgânica do tecido ósseo, sendo o colágeno do tipo I o elemento mais abundante 
(Kierszenbaum, 2004). Quando ativos encontram-se dispostos em uma camada 
contínua na superfície do osso e possuem formato cuboide, apresentam complexo de 
Golgi e retículo endoplasmático rugoso bem desenvolvidos devido sua função celular 
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na síntese de proteínas da matriz. Os osteoblastos não ativos são também chamados 
de células de revestimento ósseo, são achatados e lembram células osteoprogenitoras 
(Gartner & Hiatt, 1999; Ducy et al., 2000; Jayacumar & Silvio, 2010).  
Dentre os fatores que atuam para estimular a diferenciação dos 
osteoblastos encontram-se as proteínas morfogenéticas ósseas (BMPs), interleucinas, 
fator de crescimento derivado de plaquetas (PDGF), fator de crescimento derivado da 
insulina (IGF), fator de crescimento de fibroblastos (FGF), fator de transformação de 
crescimento β (TGFβ) (Krane, 2005; Jayakumar & Silvio, 2011) e o fator de transcrição 
relacionado ao Runx 2 derivado das BMPs, que além dessa função, inibe a 
diferenciação das células mesenquimais em condrócitos e adipócitos e também 
promove a diferenciação das células mesenquimais em células da linhagem 
osteoblástica (Harada & Rodan, 2003; Datta et al., 2008). Outro fator de suma 
importância que atua no aumento da diferenciação dessas células e o TGF-β1, fator de 
crescimento e transformação, que estimula a aposição de matriz extracelular (Hock et 
al., 1990). 
A principal função do osteoblasto é a síntese de matriz extracelular 
orgânica, podendo expressar também diversos marcadores como osterix, sialoproteina 
óssea (BSP), fosfatase alcalina (ALP) e osteocalcina (Brendan et al., 2007). Possui 
importante função na regulação da formação de osteoclastos por meio dos receptores 
RANKL (Ligante do receptor ativador do fator nuclear κ-B) e também pela síntese de 
osteoprotegerina (OPG) que é uma proteína ligante ao RANKL que impede a 
maturação dos osteoclastos (Brendan et al., 2007; Martin, 2013). 
Além da síntese da matrix orgânica essas células atuam no processo de 
mineralização por meio da secreção da osteocalcina e da osteopontina, que são 
glicoproteinas necessárias para a ligação do cálcio e do colágeno a hidroxiapatita 
(Jayacumar & Silvio, 2010). 
  Para o início da mineralização da matriz osteóide é necessário à presença 
de vesículas da matriz que se desenvolvem na superfície dos osteoblastos e são 
liberados para o meio extracelular (Katchburian & Arana, 2004). Quando os 
osteoblastos ficam aprisionados na matriz recém-sintetizada passam a ser chamados 
de osteócitos. Em seguida, ocorre a deposição de matriz em torno do corpo da célula e 
de seus prolongamentos, dando origem as lacunas e aos canalículos (Bonewald, 2007; 
Datta et al., 2008; Noble, 2008).   
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O osteoblasto apresenta receptores que interagem com o paratormônio 
humano (PTH) e a prostaglandina que aumentam a atividade dos osteoclastos por 
meio da via adenil ciclase, e também receptores para Vitamina D3, hormônio do 
crescimento (TGF), glicocorticóides, prostaglandina e estrógeno. A prostaglandina e o 
PTH aumentam a atividade dos osteoclastos por meio da via adenil ciclase. Os 
glicocorticóides inibem a síntese de proteínas produzidas pelo osteoblasto. Já a 
vitamina D3 1,25 (1α,25-di-hidroxicolecalciferol) estimula a produção de fosfatase 
alcalina, e proteínas específicas como a osteocalcina (Leaffer et al., 1995; Silvestrini et 
al., 1998; Miao & Scutt, 2002). O estrógeno, entretanto, inibe a ativação da adenil 
ciclase e aumenta os níveis de RNAm da fosfatase alcalina, atuando assim na 
formação e reabsorção óssea (Väänänen, 2005).   
 
1.3 Osteócitos 
   Os osteócitos (figura 1) são células com prolongamentos citoplasmáticos 
que se encontram aprisionados no interior da matriz óssea. Conforme ocorre a 
deposição de osteóide e calcificação da matriz, o osteoblasto fica enclausurado em 
uma lacuna, levando há uma diminuição no seu metabolismo celular resultando em 
pouco retículo endoplasmático rugoso (RER), complexo de Golgi reduzido e cromatina 
condensada, o que da a forma achatada ao núcleo (Gartner & Hiatt, 1999; Bonewald, 
2008; Noble, 2008). Os prolongamentos citoplasmáticos, localizados no interior dos 
canalículos realizam comunicação entre si por meio da junção Gap, no qual formam 
uma rede de comunicação, por onde circulam íons, pequenas moléculas, nutrientes e 
metabólitos que realizam a manutenção óssea (Raisz & Rodan, 1998; Gartner & Hiatt, 
1999; Katchburian & Cerri, 2002; Noble et al., 2002; Andia et al., 2006; Bonewald, 
2008). 
Estudos têm mostrado que o osteócito esta envolvido na regulação da 
atividade dos osteoblastos e dos osteoclastos (Klein-Nulend et al., 1995; Bacabac et 
al., 2004; Tan et al., 2007), dentre estas funções estão a formação óssea, a 
mineralização local e sistêmica e a reabsorção óssea (Klein-Nulend et al., 1995; Jilka et 
al., 1999; Boabaid et al., 2001; Andia et al., 2006; Bacabac et al., 2004; Tan et al., 
2007).  
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O processo de remodelação óssea é fisiológico e constante (Feng & Mc 
Donald, 2011) no qual a taxa de formação é correspondente à taxa de reabsorção e 
sua regulação é realizada por diversos fatores, como mecanismos regulatórios 
intercelulares, hormonais, fatores locais e externos. Quando alterações acontecem 
durante esse processo podem resultar em alguns distúrbios, entre eles está 
osteoporose (Amadei et al., 2006). A remodelação ocorre em pequenos conjuntos de 
células chamadas de unidades multicelulares básicas de remodelação óssea (BMU), 
que tem como característica o acoplamento das funções osteoblásticas e 
osteoclásticas (Emerton et al., 2010). 
  O sinal que inicia o processo de remodelação óssea não está bem claro, 
entretanto evidências indicam que forças mecânicas podem ser capazes de promover 
alterações na arquitetura óssea (Junqueira & Carneiro, 2008). A tensão mecânica 
regula vários sinais moleculares produzidos por osteócitos, incluindo óxido nítrico, 
prostaglandinas e esclerostina que podem influenciar na formação e reabsorção óssea 
(Forwood, 1996; Włodarski et al., 2013). 
  Quando o osso sofre microlesões, os osteócitos próximos deste local 
entram em processo de morte celular e liberam sinalizações para que os osteoclastos 
sejam atraídos até o local da lesão, iniciando assim o processo de reabsorção óssea 
(Bentolila et al., 1998;  Verborgt  et  al.,  2002). 
  No entanto, enquanto a morte do osteócito parece ser um pré-requisito 
importante para o início da reabsorção óssea, não é sabido se os osteócitos 
apoptóticos são os responsáveis por produzir sinais pró-osteoclastogênicos como o 
RANKL (Boabaid et al., 2001; Fisher, 2004; Kennedy et al., 2012). A morte celular de 
osteócitos localizados próximos de lesões tem sido correlacionada com o aumento da 
remodelação óssea devido ao aumento na produção de RANKL e ao aumento da 
formação de osteoclastos, ou seja, os osteoclastos migram até o local da lesão e 
iniciam a reabsorção óssea (Bentolila et al., 1998; Verborgt et al., 2002; Kular et al., 
2012).   
  Estudos sugerem que quando a remodelação óssea é aumentada em 
resposta ao RANKL os mecanismos de acoplamento de maneira isolada não são 
suficientes para manter o equilíbrio na remodelação, e que outros mecanismos como a 
supressão do antagonista da via Wnt, a esclerostina, são necessários para aumentar a 
formação óssea e manter o equilíbrio (Xiong & O’Brien, 2012). A esclerostina é um 
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regulador negativo da formação óssea sendo expressa exclusivamente por osteócitos, 
diminuindo a formação óssea através da inibição da diferenciação dos osteoblastos, 
porém o mecanismo pelo qual a esclerostina regula a formação óssea é desconhecido 
(van Bezooijen et al., 2004). Assim os osteócitos mostram-se capazes de controlar a 
remodelação e intensidade da formação óssea, revelando sua capacidade de atender 
necessidades específicas (Xiong, O’Brien, 2012). 
  A inibição da apoptose de osteócitos previne a reabsorção intracortical em 
resposta as microfissuras, sugerindo que o processo de apoptose controla o 
recrutamento de osteoclastos para a área danificada (Kular et al., 2012). Consistente 
com essa ideia, Tatsumi e colegas (2007) demonstraram que a apoptose dos 
osteócitos está associada com o aumento na produção de RANKL, porém a fonte 
celular produtora de RANKL não foi determinada. Logo, o osteócito tem sido 
considerado elemento essencial para a manutenção e remodelação do tecido ósseo 
(Jilka et al., 1999; Boabaid et al., 2001; Andia et al., 2006).  
 
1.4. Osteoclastos 
  Os osteoclastos (figura 1) são as células responsáveis por degradar a 
matriz óssea mineralizada. São móveis, gigantes, multinucleadas, formadas por fusão 
de células mononucleadas da linhagem hematopoiética (Sodek & McKee, 2000). 
Apresentam tamanho variado entre 50 a 100µm (Manolagas, 2000), contendo de 5 a 8 
núcleos em média, com tamanho e formas variadas (Väänänen, 2005). Estão 
localizados em cavidades onde ocorre a reabsorção óssea, denominadas de lacunas 
de Howship. Adjacente à superfície óssea, sua membrana celular exibe numerosas 
invaginações, formando uma borda em escova (Suda et al., 1997; Raisz & Rodan 
1998). 
  Perifericamente a esta borda em escova há uma região do citoplasma que 
se assemelha a uma faixa diretamente apoiada na matriz óssea denominada de zona 
clara, desprovida de organelas e rica em actina e miosina estando intimamente aderida 
à superfície do tecido ósseo podendo ser responsável pela adesão do osteoclasto à 
superfície óssea delimitando desta forma a borda em escova, compartimento onde 
ocorre a desmineralização bem como a degradação da matriz do tecido ósseo 
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(Manolagas, 2000; Sodek & McKee, 2000; Katchburian & Cerri, 2002; Suda & 
Takahashi, 2008; Silva, 2011; Martin, 2013). 
  Este compartimento cria um microambiente propício para a liberação e 
atividade das enzimas proteolíticas do osteoclasto, que junto com a geração de prótons 
pela enzima anidrase carbônica, promove um ambiente ácido onde ocorre a 
desmineralização da matriz (Manolagas, 2000; Sodek & McKee, 2000; Katchburian & 
Cerri, 2002), em um ambiente com o pH adequado para que a dissolução do mineral 
seja realizada de maneira correta pela catepsina K (Martin, 2013). As 
metaloproteinases da matriz, que podem ser ativadas em ambientes ácidos, também 
têm sido observadas nas lacunas de reabsorção e podem contribuir para a degradação 
da matriz óssea (Sodek & Overall, 1992; Katchburian & Cerri, 2002).  
  A diferenciação dos precursores dos osteoclastos na medula óssea é 
induzida por uma variedade de fatores, que incluem várias citocinas chaves (Boyce et 
al., 2012). Um dos principais elementos dessa ação é o receptor ativador do fator 
nuclear κ-B (RANK), expressado nas superfícies dos precursores de osteoclastos e 
também nos osteclastos maduros em resposta a uma variedade de influências, que 
incluem diversos fatores de transcrição (Mellis et al., 2011), citocinas e o fator 
estimulador de colônias de granulócitos/macrófagos (M-CSF), produzido por células 
osteoblásticas na medula óssea (Asagiri et al., 2005; Mellis et al., 2011). 
  A osteoclastogênese em particular é regulada por três membros da 
superfamília do fator de necrose tumoral (TNF); RANK, RANKL e a osteoprotegerina 
(Tabari et al., 2013). O processo de diferenciação celular é iniciado quando o receptor 
RANK presente no monócito se une ao ligante RANKL expressado pelos osteoblastos. 
Os osteoblastos expressam duas citocinas essenciais para a osteoclastogênese, o M-
CSF e o RANKL (Horton, 1999; Nakamura et al., 2003; Martin, 2013).  
  Os osteoblastos produzem também OPG, um receptor chamariz para o 
RANKL, que atua inibindo a interação entre RANKL e RANK limitando a formação de 
osteoclastos, fator esse que determina a extensão da proliferação e diferenciação de 
precursores de osteoclastos em osteoclastos (Horton, 1999; Nakamura et al., 2003; 
Martin, 2013). Fatores estimulantes da reabsorção óssea atuam nos osteoblastos para 
regularem a expressão de RANKL e OPG. O fator nuclear de células T ativadas 
(NFATc1) é um fator de transcrição importante para a diferenciação dos osteoclastos, 
responsável pela expressão da proteína transmembrana dendrítica específica (DC-
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STAMP), necessária para a fusão desses precursores (Vignery,  2005; Kim et al., 2006) 
(Figura 2). 
  O processo de maturação dos osteoclastos é concluído a partir do 
momento em que a borda em escova e zona clara são formadas, e quando a lacuna de 
Howship adere o osteoclasto ao tecido ósseo (Zou et al., 2007; Faloni, 2010; 
Kierszenbaum & Tres, 2012).  
  A reabsorção óssea excessiva realizada pelos osteoclastos desempenha 
papel central na patogênese da perda óssea relacionada com a idade e também na 
deterioração microestrutural o que leva a fragilidade e fraturas ósseas (Furuya et al., 
2011). 
 
 
 
 
Figura 2. Esquema ilustrativo dos estágios de diferenciação da linhagem osteoclástica. O macrófago 
contendo o RANK se une ao RANKL presente nos osteoblastos dando início ao processo de 
diferenciação.  Em seguida, outros monócitos são atraídos pelo monócito basal formando o precursor 
multinucleado, que sofre maturação quando encontra a superfície óssea e desenvolve a zona clara, a 
borda pregueada e a lacuna de Howship (Adaptado de Campos, 2013). 
 
 
1.5 Matriz óssea 
  A matriz óssea é constituída por componentes orgânicos e inorgânicos. 
Dentre os compontentes orgânicos as fibras colágenas estão presentes em maior 
quantidade e são formadas pela proteína colágeno. Em colorações com hematoxilina e 
 10 
 
eosina (H.E.) as fibras de colágeno aparecem coradas em rosa (Junqueira & Carneiro, 
2008). Entre os tipos de colágeno, o tipo 1 é o mais abundante no tecido ósseo 
ocupando a maior parte da matriz orgânica. Também estão presentes os colágenos 
dos tipos III, V, X e XI, que desempenham funções estruturais dando ao tecido ósseo 
maior rigidez e elasticidade (Sodek & Mackee, 2000; Junqueira & Carneiro, 2008). Já a 
parte orgânica não colágena é formada por osteonectina, osteopontina, osteocalcina, 
sialoproteína óssea, decorin, biglican, fosfoproteínas, proteoglicanos, glicoproteínas, 
BMPs, alguns lipídios e fatores de crescimento (Sommerfeldt & Rubin, 2001; Young, 
2003; Katchburian & Arana, 2004).  
  Os componentes citados anteriormente participam de diversas atividades 
em relação à estrutura, diferenciação, proliferação e adesão celular. A osteocalcina 
atua inibindo a função dos osteoblastos e também está presente nos tecidos que 
sofrem remodelação (Gundberg, 2003; Katchburian & Arana, 2004; Alford & 
Hankenson, 2006). A osteonectina é a proteína não colágena mais abundante do tecido 
ósseo mostrando afinidade com o colágeno e a hidroxiapatita, permitindo a ligação 
entre a porção mineral e a parte orgânica da matriz óssea (Termine et al., 1981; Faloni, 
2006). 
  Os componentes inorgânicos mais abundantes da matriz são os íons 
cálcio e fósforo, mas existem também o sódio, bicarbonato, magnésio, potássio, 
cloreto, flúor e citrato, porém em menores quantidades (Katchburian & Arana, 2004). O 
cálcio e fósforo associam-se formando um cristal semelhante às apatitas naturais e por 
ser hidratado recebe o nome de hidroxiapatita. A combinação entre a hidroxiapatita e 
as fibras colágenas é responsável por dar ao tecido ósseo dureza e resistência (Datta,  
et  al., 2008). 
 Os osteoblastos sintetizam e secretam o colágeno na forma de 
procolágeno assim como em outros tecidos conjuntivos, para em seguida liberá-lo na 
matriz extracelular onde serão polimerizados para dar origem as fibras colágenas 
(Junqueira & Carneiro, 2008). As fibras colágenas são constituídas por 3 cadeias 
polipeptídicas no formato de uma tripla hélice e, essa estrutura protéica justifica a 
rigidez, solidez e estabilidade do colágeno (Kierszenbaum, 2004).   
O processo de mineralização do tecido desencadeia vários eventos na 
matriz como o aumento da concentração de Ca+2 e Po4-3 (íons fosfato) para que a 
osteocalcina se ligue aumentando a concentração de Ca+2 na matriz, assim quando o 
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osteoblasto sintetizar o osteóide vesículas que contém enzimas como a fosfatase 
alcalina e pirofosfatase alcalina (remove os íons Po4-3), dará início a precipitação da 
hidroxiapatita aumentará a concentração de minerais (Stevens & Lowe, 2001; Clarke & 
Anderson, 2003). 
  Encontram-se presentes também na matriz óssea as glicoproteínas, 
proteoglicanos e glicosaminoglicanos ocupando os espaços ao redor das fibras de 
colágeno e dos cristais de hidroxiapatita (Kierszenbaum, 2004). Os proteoglicanos 
promovem a fusão das fibras de colágeno e suas conexões com os cristais de minerais 
(Pins, 1997). 
   Os glicosaminoglicanos são heteropolissacarídeos lineares constituídos 
por unidades dissacarídeas repetidas de ácido hexurônico (ácido L-idurônico ou D-
glicurônico) e hexosamina (D-glicosamina ou D-galactosamina), onde os principais 
GAGs sulfatos são o dermatam sulfato, condroitim sulfato, queratam sulfato e heparam 
sulfato e o GAG não sulfatado denominado ácido hialurônico (Kierzenbaum, 2004; 
Junqueira & Carneiro, 2008; Salbach et al., 2012). 
  O condroitim e o dermatam sulfato possuem capacidade de reter íons de 
Na+ e água devido a sua alta eletro negatividade, além da capacidade de se ligar a 
outras proteínas e formar proteoglicanos (Gundberg, 2003). Podem também aumentar 
a atividade da catepsina K que atua na degradação do colágeno, enquanto o dermatam 
e o heparam podem inibir essa atividade (Nikitovic et al., 2005; Lamoureux et al. 2007). 
   O ácido hialurônico (AH) pertence ao grupo não sulfatado e tem 
propriedades únicas como não se ligar a outras proteínas, apresenta funções 
homeostáticas, com capacidade de solubilidade, bem como a de absorção de água 
(Price et al., 2007). Esse GAG pode ser facilmente encontrado no processo de 
mineralização, pois tem papel fundamental na modulação da deposição de minerais, 
sendo menos encontrado no osso maduro (Bastow et al., 2008). Além disso, há uma 
migração do AH em processos de cicatrização e reparos teciduais (Fraser et al., 1997; 
Bastow et al., 2008; Merli et al., 2012) e com base no seu peso molecular é possivel 
indicar sua função no tecido (Bollyky et al., 2007). O AH de alto peso molecular esta 
relacionado ao papel antiinflamatório, antiangiogênico, lubrificação das articulações, 
regulação osmótica e suporte ao reparo tecidual (Brown et al., 1991; Deed et al., 1997; 
Noble, 2002).  Todavia, quando o AH encontra-se fragmentado em infecções e lesões 
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teciduais apresenta baixo peso molecular, e age como angiogênico e proinflamatório 
(Horton et al., 1999; Termeer et al., 2002).    
   No tecido ósseo, há evidências de que o ácido hialurônico possa estar 
envolvido no processo de reabsorção óssea (Prince, 2004). Estudos in vivo e in vitro 
tem relatado que o tratamento com paratormônio (PTH) estimula a síntese de ácido 
hialurônico com subsequente aumento na reabsorção óssea (Johnston et al., 1972; 
Luben et al., 1974), o que sugere uma relação entre a síntese de ácido hialurônico e a 
atividade dos osteoclastos. 
 
1.6 Osteoporose 
  A organização Mundial de Saúde define osteoporose como uma 
desordem esquelética caracterizada por redução da massa óssea com alterações da 
microarquitetura do tecido levando a uma redução da resistência óssea e ao aumento 
da suscetibilidade a fraturas (Bennell et al., 2000; Bone et al., 2008; Khajuria et al., 
2011; Saidak & Marie, 2012). Em consequência dessas alterações, fraturas 
osteoporóticas resultam em complicações secundárias, como perda funcional, aumento 
no tempo de permanência do paciente internado, que podem resultar em elevados 
gastos médicos e na dependência de outros indivíduos (Mark et al., 1999; Oleksik et 
al., 2005). 
Os dados apresentados pelo Instituto Brasileiro de Geografia e Estatística 
(IBGE), mostram que 10% da população brasileira tem idade igual ou superior a 60 
anos, já a Organização Mundial da Saúde – OMS projeta que de 1950 a 2025 o 
número de idosos no país terá um aumento de quinze vezes e, a população atual em 
cinco vezes. Após a apresentação desses dados, estima-se que o Brasil ocupará o 6º 
lugar quanto ao número de idosos, alcançando no ano de 2025 trinta e dois milhões de 
pessoas na faixa etária de 60 anos ou mais (OMS, 2006; IBGE, 2010). 
  Na cidade de São Paulo, um estudo realizado com 207 mulheres e 94 
homens acima de 65 anos, demonstrou que 92,8% das mulheres apresentavam 
osteopenia e/ou osteoporose em pelo menos um local do sistema esquelético 
analisado (Camargo et al., 2005). Estudo aponta que cerca de 15 a 30% dos pacientes 
que sofreram fraturas vão a óbito durante o primeiro ano do evento, devido a 
complicações provocadas por fraturas como: inflamações, dificuldade de recuperação e 
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tromboses, normalmente decorrentes da idade avançada (Pinheiro, 2008). Segundo 
Wark (1999), em 2050 poderá haver aproximadamente 6,3 milhões de fraturas por ano, 
sendo a Ásia e América Latina os locais com maior incidência. 
  A ocorrência da osteoporose está relacionada principalmente a pessoas 
idosas e, sobretudo mulheres após a menopausa devido à insuficiência do hormônio 
estrógeno. Esse hormônio apresenta grande importância para a homeostase do tecido 
ósseo, visto que a queda nas taxas desse hormônio está relacionada à ocorrência da 
osteoporose (Sowers et al., 1998; Riggs, 2000). A deficiência estrogênica promove 
perda de massa óssea em decorrência do desequilíbrio da remodelação óssea, a qual 
determina maior reabsorção em relação à neoformação óssea (Manolagas, 2000; 
Cohen, 2006). Este fato pode ter como consequência um quadro inicial de osteopenia e 
posteriormente uma progressão para a osteoporose (Kribbs  et al., 1983; Jeffcoat, 
2005). 
   É sabido que o estrógeno atua sobre o sistema RANK/RANKL/OPG 
(receptor ativador de fator nuclear-κB/Ligante de RANK/osteoprotegerina), relacionado 
à formação dos osteoclastos (Gallagher, 2008; Väänänen & Laitala-Leinonen, 2008). 
Ao agir sobre este sistema, o estrógeno estimula o aumento da OPG secretado pelos 
osteoblastos e interrompe a ligação RANK-RANKL, inibindo a diferenciação dos 
precursores de osteoclastos (Gallagher, 2008). Sendo assim, a redução desse 
hormônio em mulheres após a menopausa é um dos principais fatores de desequilíbrio 
entre a formação e a reabsorção óssea. Na sua ausência a quantidade de osteoclastos 
aumenta, havendo desequilíbrio entre a formação e a reabsorção (Väänänen & Laitala-
Leinonen, 2008). 
  As drogas utilizadas para o tratamento da osteoporose além do cálcio e 
vitamina D, incluem os medicamentos de ação anti-reabsortiva, tais como; o estrógeno, 
raloxifeno, alendronato, bifosfonatos, calcitocina e o denosumabe que atuam na 
diminuição da reabsorção óssea mediada pelos osteoclastos (Brixen et al., 2004; Bone 
et al., 2004) e  de ação anabólica como por exemplo a  teriparatida ou PTH humano (1-
34) [hPTH (1-34)] que opera aumentando a formação óssea (Dempster et al., 2001; 
Rubin & Bilezikian,  2005), e o ranelato de estrôncio com dupla ação no tecido ósseo, 
tanto anti-reabsortivo como anabólico (Marie et al.,1985; Marie et al.,1986; Meunier et 
al., 2004; Reginster et al., 2005; Meunier et al., 2009). 
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1.7 Ranelato de estrôncio 
O ranelato de estrôncio (SrR) ou PROTOS® como é conhecido na 
indústria farmacêutica é desenvolvido  pelos  laboratórios  Servier  (França), aprovado 
na Europa para o tratamento da osteoporose pós-menopausa, e é constituído por 2 
átomos de estrôncio estáveis e 1 molécula de ácido ranélico (Meunier et al., 2004; 
Reginster et al., 2005; Meunier et al., 2009).    
Trabalhos na literatura apontam o ranelato de estrôncio como uma 
proposta para o tratamento da osteoporose pelo fato dessa droga exercer efeito tanto 
antireabsortivo quanto anabólico no tecido ósseo (Marie et al., 1985; Meunier  et al., 
2004; Meunier et al., 2009; Campos, 2013).  
In vitro, o ranelato de estrôncio aumenta a formação óssea por replicação 
pré osteoblástica, diferenciação e atividade dos mesmos (Canalis et al., 1996; 
Bonnelye et al., 2008), o que leva ao aumento da síntese de matriz (Saidak & Marie, 
2012), e também na diminuição da reabsorção óssea por inibir a diferenciação, 
atividade e também estimulando a apoptose dos osteoclastos (Bonnelye et al., 2008; 
Habermann et al., 2010; Saidak & Marie, 2012).  
Em 2004 o ranelato de estrôncio foi aprovado para o tratamento da 
osteoporose com renovação obtida em 2009 após três grandes estudos (STRATOS, 
SOTI E TROPOS) que demonstraram a eficácia desse medicamento na prevenção de 
fraturas em mulheres pós-menopausa (Meunier et al., 2004; Reginster et al., 2005; 
Meunier et al., 2009). 
  O primeiro grande estudo foi o STRATOS (Strontium Ranelate for 
Treatment of Osteoporosis) realizado com 353 mulheres, pós menopausadas e 
osteoporóticas de 9 países da Europa e que tinham em seu histórico pelo menos uma 
fratura vertebral diagnosticada. Estas, foram divididas em um grupo placebo e outros 3 
grupos que receberam diferentes doses de ranelato de estrôncio: 0,5g, 1g, 2g de SrR 
por dia. Depois de 2 anos consecutivos de tratamento, os pesquisadores constataram 
independente da dose, aumento da densidade mineral óssea (DMO) na coluna 
vertebral e no colo dos fêmures, diminuição do risco de fraturas vertebrais nos grupos 
0,5g e 2g de SrR, porém só o grupo tratado com a maior dose de estrôncio mostrou 
aumento da fosfatase alcalina e menor secreção de NTX piridinolina, marcadores 
relacionados a formação e reabsorção óssea respectivamente (Meunier et al., 2002; 
Stepan, 2013). 
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  O estudo SOTI (Spinal Osteoporosis Therapeutic Intervention) foi 
realizado durante 3 anos com 1.649 mulheres pós menopausadas e osteoporóticas 
tratadas com 2g de SrR por dia. Ao término do tratamento foi observada a redução de 
41% no risco de novas fraturas vertebrais, aumento de 14,4% da densidade mineral 
óssea na coluna lombar e 8,3% no colo do fêmur (Meunier et al., 2004; Hamdy, 2009; 
Stepan, 2013). 
  O terceiro grande estudo foi denominado de TROPOS (Treatment of 
Peripheral Osteoporosis) e realizado com 5.091 mulheres pós menopausadas e 
osteoporóticas em 11 países da Europa e 1 da Oceania, que receberam a mesma dose 
diária de 2g de ranelato de estrôncio durante 5 anos. Foi observado no terceiro ano de 
tratamento a diminuição em 36% do risco de novas fraturas no quadril e a densidade 
mineral óssea das vértebras L2 e L4 continuaram a aumentar em 1,2 ± 5,8% no quinto 
ano de tratamento (Reginster et al., 2005; Meunier et al., 2009; Hamdy, 2009). 
  Após estes estudos outras pesquisas foram desenvolvidas. Boivin et al. 
2010 avaliaram biópsias coletadas durante os 5 anos em que se estenderam os 
estudos STRATOS, TROPOS e SOTI e constataram que o SrR incorporado pelo osso 
só estava presente no tecido ósseo recém depositado, resultante da atividade de 
formação durante o período de tratamento.  
  Biópsias que foram obtidas dos estudos TROPOS e SOTI de 3 anos de 
tratamento com SrR analisaram os cristais de hidroxiapatita e não foram encontradas 
diferenças na estrutura destes cristais na avaliação entre os grupos ranelato de 
estrôncio e placebo (Doublier et al., 2012). Estudos in vitro mostraram que o sal de 
estrôncio estimula parâmetros de formação óssea em roedores e humanos, resultando 
no aumento do volume ósseo trabecular (Canalis et al., 1996; Bonnelye et al., 2008). 
  Pertencente à família dos metais alcalinos terrosos, o estrôncio é 
absorvido pelo intestino através do mesmo mecanismo do cálcio, já o ácido ranélico 
não é absorvido e é rapidamente eliminado por via renal (Comar & Wasserman, 1957; 
Dahl et al., 2001). Quando o tratamento com SrR é indicado, o consumo de alimentos 
que contem cálcio deve ser evitado ou ingerido 3 horas antes da administração da 
droga devido a afinidade que o estrôncio tem pelo tecido ósseo (Likins et al., 1959; 
Protos® 2g, 2012), agindo na mesma via do cálcio (Johnson et al., 1968;  
Chattopadhyay et al., 2007;  Brennan et al., 2009). 
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  Existem dois principais mecanismos conhecidos pelo qual o ranelato de 
estrôncio é incorporado, por troca de superfície e substituição iônica (troca difusa). 
Através da troca de superfície que é realizada diretamente entre o sangue e o osso, 
pode ocorrer em todos os locais onde a superfície do tecido ósseo entre em contato 
com o sangue. O processo de incorporação é rápido e dependente da atividade dos 
osteoblastos e do cálcio no osso (Boivin et al.,1996; Dahl et al., 2001). A troca iônica ou 
difusa é mais lenta e o estrôncio é interiorizado para a rede de cristais presente no 
osso mineralizado (MacDonald et al., 1951; Dahl et al., 2001). 
  Essa distribuição pode ser explicada pelo fato de que no osso recém-
sintetizado, o SrR é incorporado em novos cristais minerais (substituições 
heteroiônicas) e é fixado sobre a superfície dos cristais, enquanto que no osso velho o 
SrR é fixado principalmente por troca ou adsorção, com mínima substituição 
heteroiônica (Boivin et al., 1996).  
  A droga é absorvida de três a cinco horas após a ingestão e atinge a 
estabilidade no organismo depois de duas semanas de tratamento contínuo, e possui 
biodisponibilidade de 25% em uma dose habitual de 2g e meia vida de 60 horas (Dahl 
et.al., 2001; Protos® 2g, 2012). A maior parte do estrôncio concentra-se no osso e sua 
excreção é realizada pelos rins, sendo mais rápida do que a excreção do cálcio, 
independente da dose e do período de tratamento (Comar & Wasserman, 1957; 
Spencer et al., 1957; Mazzuoli et al.,1958). 
  Em 1996 Canalis et al. verificaram que o sal de estrôncio aumentava a 
formação óssea e a síntese do colágeno in vitro, e concluíram que esse efeito poderia 
estar relacionado ao aumento de precursores dos osteoblastos. O que foi confirmado 
posteriormente com trabalhos in vitro que envolveram o SrR, onde foi observado que a 
diferenciação e maturação dos osteoblastos é por ativação do gene Cn-NFATc1, 
aumento da expressão dos marcadores: BSP, ALP e OCN; e aumento da síntese de 
colágeno tipo I, dessa forma ele atua potencializando a diferenciação e aumento da 
atividade dos osteoblastos (Barbara et al., 2004; Bonnelye et al., 2008; Fromigué et al., 
2010) sem afetar a mineralização da matriz (Hamdy, 2009).  
  O SrR atua também nos precursores dos osteoblastos induzindo a 
expressão do gene cyclooxygenase-2 (COX-2) e consequente aumento da produção 
da prosteoglandina E2 (PGE2) que estimula a formação de nódulos em culturas de 
osteoblastos e no osso cortical e trabecular in vivo (Choudhary et al. 2007). Além disso, 
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estudos tem mostrado que há uma redução da apoptose nos osteoblastos e um 
aumento da expressão de esclerostina, um marcador da diferenciação de osteoblasto 
para osteócito (Atkins et al., 2009; Marie et al., 2011). 
  O SrR é capaz de diminuir a diferenciação e atividade dos osteoclastos in 
vitro, demonstrado pela redução na expressão dos marcadores, assim como sua 
função e a ruptura do citoesqueleto presente, elementos essenciais para a atividade 
reabsortiva (Takahashi et al., 2003; Cianferotti et al., 2013). O principal mecanismo pelo 
qual o ranelato de estrôncio inibe a atividade osteoclástica in vitro é por aumentar a 
secreção de OPG e reduzir a expressão do RANKL pelos osteoblastos (Atkins et al., 
2009; Brennann et al., 2009; Cianferotti et al., 2013). De fato, o sistema OPG/RANKL 
desempenha um papel chave na diferenciação osteoclástica, sendo o aumento da OPG 
considerado o maior mediador do efeito desacoplador (figura 3) no metabolismo ósseo 
realizado pelo ranelato de estrôncio, como demonstrado in vitro e subsequentemente 
em estudos in vivo (Saidak & Marie, 2012; Cianferotti et al., 2013). O SrR diminui 
também a atividade de reabsorção óssea por meio da ruptura dos filamentos de actina 
presentes na zona clara dos osteoclastos e induz a apoptose por meio do receptor 
sensível ao cálcio (CaR) presente nos osteoclastos (Bonnelye et al., 2008; Brennan et 
al., 2009; Hamdy, 2009; Hurtel-Lemaire et al., 2009;  Caudrillier et al., 2010). 
  Segundo achados recentes de estudos in vitro, foi observado que a 
presença de OPG é maior em mulheres na pós-menopausa que foram tratadas com 
ranelato de estrôncio nos 3 primeiros meses após o início do tratamento e até o 3º ano 
(Reginster et al. 2012; Cianferotti et al., 2013). 
  As células do tecido ósseo ancoram o receptor sensível ao cálcio (CaSR), 
que está acoplado a proteína G e tem sua ativação mediada por cátions bivalentes, 
como o cálcio extracelular e os que apresentam afinidade baixa como o estrôncio. A 
sinalização do CaSR tem demonstrado desempenhar papel fundamental na mediação 
da modulação do sistema OPG/RANKL por ranelato de estrôncio. No entanto, uma vez 
que os osteoblastos desprovidos de CaSR ainda possam responder ao SrR em termos 
de proliferação e apoptose, outras moléculas sensíveis ao cátion e diferentes 
mecanismos de ação podem estar envolvidos na mediação dos efeitos do SrR em 
células ósseas (Fromigué et al. 2010; Cianferotti et al., 2013). 
  A grande maioria dos estudos que envolvem o ranelato de estrôncio são 
clínicos ou in vitro, e mostram a eficácia desta droga no aumento de massa óssea, mas 
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alguns pesquisadores admitem que existe a necessidade de mais estudos para 
elucidar seus mecanismos de ação e seus efeitos no tecido ósseo (Meunier et al., 
2004; Reginster et al., 2005; Bonnelye et al., 2008; Brennan et  al., 2009). 
 
 
 
 
Figura 3. Esquema demonstrando os mecanismos de ação do Ranelato de Estrôncio (SrR) (Adaptado de 
Campos, 2013). 
 
1.7.1. Estudos em modelos animais 
  Estudos em ratos intactos, macacos, ratas ooforectomizadas e modelos 
animais com osteoporose induzida por imobilização mostraram que o SrR é capaz de 
aumentar a massa óssea, conteúdo mineral e a força óssea enquanto melhora a 
microarquitetura (Cianferotti et al., 2013). 
  Em animais um dos primeiros estudos com SrR foi realizado por Marie et 
al. (1993) que verificaram a ação do ranelato de estrôncio no tratamento preventivo da 
perda óssea em ratas Sprague-Dawley com 3 meses de idade, ooforectomizadas e 
tratadas imediatamente com as doses de 77, 154 e 308 mg/kg/dia por 3 meses. Ao final 
do tratamento foi observado que o SrR preveniu parcialmente e de modo dose 
dependente a perda do volume ósseo trabecular em tíbias.  
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  Buehler et al. (2001) utilizaram 47 macacos adultos (machos e fêmeas) 
com idades entre 3 a 4 anos, submetidos ao tratamento com SrR por 6 meses com 
doses de 100, 275, e 750 mg/kg/dia, e verificaram que os índices de reabsorção óssea 
diminuiram enquanto a formação óssea foi mantida (preservada) durante o processo de 
remodelação do osso alveolar após o tratamento com SrR.  
   Em 2009, Bain e colaboradores observaram em ratas ooforectomizadas 
tratadas com diferentes doses de SrR (125, 250, 625mg/kg/dia) aumento da resistência 
óssea na dose de 625mg/kg/dia e também prevenção da perda e deterioração da 
microarquitetura óssea. 
O estudo realizado por Hott et al. (2003) onde utilizaram ratos Sprague-
Dawley machos como modelo de perda de massa óssea induzida por imobilização 
durante 10 dias, mostrou o aumento dos níveis de fosfatase alcalina e diminuição da 
excreção de hidroxiprolina urinária, respectivamente marcador específico de formação 
e de reabsorção óssea, entretanto a perda óssea foi suprimida no grupo que recebeu a 
dose 800mg/kg/dia. 
  Os efeitos do ranelato de estrôncio a longo prazo foram investigados por 
Ammann et al. (2004 e 2007) em ratos Fisher intactos, com idade entre 6 e 7 semanas 
tratados com diferentes doses de estrôncio (0, 225, 450 e 900 mg/kg/dia) durante 2 
anos. Os autores observaram aumento na espessura do fêmur nas doses de 450 e 
900mg/kg/dia, e correlacionado esse aumento com maior resistência óssea.  
  Ahmet-Camcioglu et al. (2009) constataram aumento da DMO no fêmur, 
nas vértebras e na região global de ratos fêmeas OVX. O tratamento foi realizado com 
uma alta dose de 1.800mg/kg/dia de SrR, logo após a cirurgia e teve duração de 2 
meses.  
  No estudo realizado por Maimoun et al. (2010) utilizando  implantes de 
titânio em tíbias de ratas Sprague-Dawley (6 meses de idade), tratadas com 
625mg/kg/dia de SrR, foi verificado após o tratamento que a região trabecular 
apresentou maior resistência óssea e melhor integração entre o osso e o implante. É 
sabido que o ranelato de estrôncio melhora a resistência óssea, pelo fato de exercer 
efeito positivo na microarquitetura do tecido (Hamdy, 2009; Geoffroy et al., 2011; Boyd 
et al., 2011). 
  Em 2010, Li et al. observaram em ratos fêmeas osteopênicos com 
fraturas nas tíbias, o aumento do calo ósseo nos animais submetidos ao tratamento 
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com 625mg/kg/dia de SrR por 4 semanas, e a diminuição do calo ósseo nos animais 
tratados com a mesma dose, porém até 8 semanas. 
  Ao comparar o hPTH 1-34 (paratormônio humano sintético 1-34)  com o 
ranelato de estrôncio na consolidação de fraturas em ratas OVX, Habermann et al. 
(2010) observaram que o SrR foi mais eficaz, aumentando o volume ósseo 
significativamente chegando a equiparar-se com o grupo Sham. As doses utilizadas 
correspondem às doses aplicadas na clínica, para que as comparações fossem 
realizadas de maneira correta, ou seja, 600mg/kg/dia para o SrR e 20mg/kg/dia para o 
hPTH 1-34. 
  Em relação ao uso do SrR, algumas reações clínicas adversas foram 
observadas e descritas, como dermatites, tromboses venosas, distúrbios 
gastrointestinais, náuseas e eritemas cutâneos de gravidade alta como a síndrome de 
DRESS (Drug Reaction with Eosinophilia and Systemic), conhecida também como 
Síndrome de Hipersensibilidade Sistêmica a Droga (SHD), descrita como uma reação 
incomum a medicamentos (Grosso et al., 2008; Ensina et al., 2009; Rizzoli et al., 2011).  
  Estudos com SrR realizados em modelos animais (tabela 1) têm sugerido 
a ação positiva deste tratamento na perda óssea, entretanto as doses utilizadas são 
diversas (Arlot et al.,1992; Marie et al., 1993; Bain et al., 2009; Li et al., 2010) e não há 
trabalhos relacionando os efeitos do SrR combinado a exercícios físicos no tecido 
ósseo de ratos adultos osteopênicos.  
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1985 Marie et al. Ratos Sprague-Dawley  adultos
1993 Marie et al. Ratos - Sprague-Dawley  3 meses
1996 Grympas et al. Ratos - Sprague-Dawley  adultos
1996 Boivin et al. Macacos 3 e 6 anos
2001 Buehler Macacos 3 e 4 anos
2002 Delannoy Camundongos 6 semanas
2003 Oste et al. Ratos - Machos não informado
2003 Hott et al. Ratos - Sprague-Dawley Machos 9 semanas 
2004 Ammann et al. Ratos - Fischer 6 a 7 semanas
2005 Farlay et al. Macacos adultos
2007 Ammann et al. Ratos - Fischer 6 a 7 semanas
2008 Fuchs et al. Ratos - Sprague - dawley 3 meses
2009 Ahmet-Camcioglu Ratos - Sprague-Dawley
maduros 
sexualmente
2009 Bain et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 meses
2010 Li et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses
2010 Habermann não informado 12 semanas
2010 Maimoun et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 meses
2011 Boyd et al. Ratos - Fischer 6 a 7 semanas
2011 Geoffroy et al. Camundongos 4 semanas
2011 Ma et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 meses
2011 Ozturan et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses
2011 Yalin et al. Ratos - Wistar adultos
2012 Li et al. Cabras 6 a 9 anos
2012 Sheng et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses e meio
Ano Autor Idade dos animais
Tempo de espera 
após ooforectomia
Período de tratamento 
(semanas)
200, 600, 1800 mg/kg/dia
Modelo animal
não submetidos 9 semanas
0 dia
não submetidos
não submetidos
não submetidos
0 dia
Doses
0, 19, 0,27, 0,34 e 0,40%
77, 154, 308 mg/kg/dia
0,20%
100, 275, 750 mg/kg/dia 
100, 275, 750 mg/kg/dia 
200, 500, 1250 mg/kg/dia
104 semanas 225, 450, 900 mg/kg/dia
52 semanas
200 mg/kg/dia
50, 200, 800 mg/kg/dia
450, 900 mg/kg/dia
1 semana e 3 dias
104 semanas
12 semanas
8 semanas
12 semanas
28 semanas
104 semanas
2, 6 e 8 semanas
4 semanas 12 semanas 25, 150 mg/kg/dia
1 dia 52 semanas 125, 250, 625 mg/kg/dia
8 semanas 1800 mg/kg/dia3 dias
…
imobilização - 10 
dias
não submetidos
não submetidos
não submetidos
5 meses 4 semanas 626 mg/kg/dia
12 semanas 4 semanas 600 mg/kg/dia
2 meses 12 semanas 150, 450 mg/kg/dia
não submetidos 8 semanas 625 mg/kg/dia
não submetidos 104 semanas 900 mg/kg/dia
Tabela 1. Revisão da literatura. Trabalhos realizados com modelos animais utilizando Ranelato de Estrôncio
12 meses 16 semanas 24, 40 mg/kg/dia
não submetidos 9 semanas 625 mg/kg/dia
1 mês 6 semanas 450 mg/kg/dia
16 semanas 500 mg/kg/dia4 meses
não submetidos 9 semanas 1800 mg/kg/dia
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 1.8. Vibração Mecânica  
  A atividade física tem ação benéfica sobre o tecido ósseo e estudos 
demonstraram a importância do exercício físico na manutenção e melhora da DMO, 
seja na prevenção ou no tratamento da osteoporose (Vincent & Braith, 2002; Martyn & 
Carroll, 2006). Sua ação sobre o tecido ósseo pode ser direta ou indireta, via força 
mecânica ou fatores hormonais respectivamente (Oscarino & Serakides, 2005). 
  Existem indícios de que o exercício físico minimiza a osteopenia causada 
pelo avanço da idade ou por ausência dos esteroides sexuais, porém nem todos os 
exercícios realizados podem promover benefícios ao esqueleto de mulheres pós 
menopausadas. Um estudo mostrou que exercícios aplicados com uma carga de peso 
moderado, como a caminhada, promove aumento do conteúdo mineral ósseo em 
mulheres submetidas a esse tipo de exercício (Sinaki, 1989).  
  Alternativas não farmacológicas foram desenvolvidas durante as últimas 
décadas para auxiliar no tratamento da osteoporose, tais como estimulação elétrica de 
baixa intensidade e plataformas vibratórias (Flieger  et  al.,1998;  Lirani-Galvão, 
Lazaretti-Castro, 2010). Em vista do que há na literatura, a vibração mecânica pode ser 
considerada e incluída ao tratamento convencional de indivíduos que apresentam 
fragilidade óssea, podendo melhorar a qualidade de vida dos mesmos (Hass et al., 
2006; Totosy et al., 2009). 
  Pesquisas recentes demonstram que o estímulo mecânico sob forma de 
vibração mecânica também pode ser capaz de interferir no metabolismo ósseo (Totosy 
et al., 2009; Oliveira et al., 2010). Segundo Veerschueren et al., 2004 e Gusi et al., 
2006 a vibração mecânica tem sido indicada no tratamento e prevenção da perda de 
massa óssea causada pela osteoporose. Desta forma, a vibração de corpo inteiro (VCI) 
é uma forma de exercício físico e pode ser uma alternativa para o tratamento da 
osteoporose em pessoas que apresentam fragilidade para qualquer outros tipos de 
exercícios (Bautmans et al., 2005; Hass et al., 2006; Totosy et al., 2009), sendo cada 
vez mais testado quanto à sua capacidade em prevenir fraturas ósseas (Gusi et al., 
2006; Totosy et al., 2009). Recentes estudos realizados com a VCI têm demonstrado o 
efeito positivo do estímulo no equilíbrio corporal e na capacidade motora (Bruyere et 
al., 2005), no entanto, o tratamento deve seguir as diretrizes de segurança específicas 
(Cardinale & Rittweger, 2006) para evitar lesões relacionadas ao exercício (Gusi et al., 
2006; Totosy et al., 2009). 
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  O esqueleto tem a capacidade de se adaptar as necessidades exigidas 
após cargas mecânicas podendo alterar sua massa, forma e microarquitetura (Martin et 
al., 1998; Tu et al., 2012), onde a capacidade de adaptação funcional do tecido pode 
ser considerada um fator importante pelo fato de promover a proliferação e 
diferenciação das células precursoras de osteoblastos (Ignatius et al., 2005). 
A vibração mecânica (VBM) foi originalmente proposta como uma forma 
de reestabelecer a densidade óssea em astronautas (Rubin et al., 2001) por exercer 
atividade anabólica sobre o tecido ósseo (Judex  et  al.,  2006;  Rubin  et  al.,  2006; 
Oliveira  et  al.,  2010;  Silva,  2011). Os efeitos da plataforma vibratória (30 Hz, 2x10 
min./dia) também foram observados em mulheres caucasianas na pré-menopausa 
tratadas durante 12 meses, que apresentaram aumento na densidade óssea (Beck et 
al., 2006). Cardinale et al. (2007) verificaram uma diminuição na excreção de cálcio 
urinário, depois do tratamento com vibração de corpo inteiro (sessões diárias de 10 
minutos), com baixa magnitude (3,5g) e frequência (30 Hz), sugerindo que este 
tratamento diminuiu a reabsorção óssea. 
  Quando a ausência de carga mecânica acontece, a perda óssea pode 
ocorrer e quando o osso é submetido a esse tipo de estímulo sua massa pode ser 
mantida ou aumentada (Tu et al., 2011). Dentre as células do tecido ósseo com 
potencial para detectar tensões mecânicas e traduzir estas forças em sinais 
bioquímicos estão os osteócitos. Devido a sua grande distribuição por toda a matriz 
óssea e extensa interconectividade, tem sido proposto que os osteócitos podem atuar 
como mecanosensores (Bonewald & Johnson, 2008; Tu et al., 2011). 
 Dispersos por toda a matriz mineralizada, os osteócitos comunicam-se 
uns com os outros e também com as células presentes na superfície óssea por meio de 
prolongamentos citoplasmáticos, alocados em pequenos canais denominados de 
canalículos (Bonewald, 2007; Bonewald & Johnson, 2008; Bonewald, 2011). A 
abundância e localização estratégica faz do osteócito o candidato mais adequado para 
detecção de alterações nos níveis de tensão e na distribuição dos sinais que levam a 
respostas adaptativas do tecido (Tu et al., 2012).   
  Os osteócitos parecem ser capazes de relacionar a intensidade dos 
sinais de tensão e a distribuição da tensão ao longo de todo o osso com sinais 
reguladores da remodelação e formação (Bonewald & Johnson, 2008). Recentemente 
foi demonstrado que os osteócitos são necessários para manter a massa óssea em 
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resposta a um estímulo normal, porém na ausência do estímulo, os osteócitos enviam 
sinais para iniciar o processo de reabsorção (Tatsumi et al., 2007; Bonewald & 
Johnson, 2008). Estudos demonstram que cargas mecânicas podem reduzir a 
expressão de esclerostina, um potente inibidor de formação óssea codificada pelo gene 
Sost presente nos osteócitos, que estão localizados próximo a superfície de formação 
óssea (Robling et al., 2008), ativando a via Wnt, uma das primeiras a responder ao 
estímulo mecânico (Hens et al., 2005; Robinson et al., 2006; Tu et al., 2012). Dessa 
forma, as respostas do tecido ósseo aos estímulos mecânicos têm sido associadas aos 
osteócitos, resultando na regulação da via de sinalização Wnt (Bonewald & Johnson, 
2008; Tu et al., 2012).  
 Há duas diferentes linhas que propagam o uso da vibração mecânica para 
a melhora do osso (Rittweger, 2006). Uma linha sugere que as vibrações de baixa 
magnitude, mas de alta frequência obtêm uma resposta osteogênica por mecanismos 
direto no osso. A validade deste conceito foi mostrada em um estudo com mulheres 
pós menopausadas, onde a vibração aumentou a DMO de vértebras lombares (Rubin 
et al., 2004). A outra linha considera o papel importante que os músculos têm na 
manutenção do osso. Em consequência, a vibração de alta magnitude fortalece os 
ossos por meio de fortes constrações musculares. Em ratos, tais vibrações foram 
capazes de prevenir em parte a perda óssea (Flieger et al., 1998). 
  Os mecanismos específicos pelo qual a carga mecânica influencia o 
ganho de massa óssea não são totalmente conhecidos (Christiansen & Silva, 2006). 
Todavia, tem sido atribuído aos osteócitos o papel central na detecção desses 
estímulos mecânicos, que por sua vez podem ser de naturezas diversas tais como, 
simples tensão, pressão, campo elétrico, força de arrasto e estresse de cisalhamento 
(Rochefort et al., 2010). Essas diversas formas de estímulos mecânicos irão induzir 
uma tensão no sistema lacuno-canalicular que será detectada pelos osteócitos através 
de integrinas ou proteínas associadas a integrinas e desses para o citoesqueleto, por 
meio de conexinas presentes nas junções comunicantes, canais iônicos ou por 
especializações da membrana, onde detectado o estímulo, esse irá se transformar em 
estímulo bioquímico (mecanotransdução) que ativará diversas vias de sinalização no 
citoplasma dos osteócitos (Rochefort et al., 2010).  
Canais iônicos e junções comunicantes são cogitados como meios de 
comunicação intercelular para transmissão bioquímica do estímulo mecânico para 
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osteócitos vizinhos (Scott et al., 2008), bem como para os osteoblastos nas superfícies 
ósseas onde serão estimulados a aumentar a produção de matriz óssea e células 
osteoprogenitoras a proliferarem e posteriormente se diferenciarem em osteoblastos 
(Oxlund et al., 2003).   
   
1.8.1. Estudos com modelos animais 
  Estudos em diferentes modelos animais (tabela 2) também sugerem que 
o uso do estímulo mecânico de baixa intensidade e frequência podem ter efeito 
osteogênico culminando na melhora da qualidade e resistência óssea (Rubin et al., 
2002; Verschueren et al., 2004; Judex et al., 2007; Oliveira et al., 2010). 
  Em 2002, Rubin e colaboradores observaram no fêmur de ovelhas que a 
vibração mecânica vertical (30 HZ, 0.3g, 20 min/dia, 5 dias/semana no período de 1 
ano) promoveu o aumento de 34,2% na DMO, 45,6% do número de trabéculas e 
diminuição de 36,1% do espaço entre as trabéculas, indicando um aumento de 8,3% na 
quantidade de osso tanto pela formação de trabéculas novas, quanto pelo aumento da 
espessura das já existentes. 
Flieger et al., 1998 avaliaram os efeitos da vibração mecânica de baixa 
intensidade e frequência (50 Hz - 2g) no tecido ósseo de ratas OVX como modelo de 
osteoporose na pós menopausa. Nesse estudo observou-se que densidade mineral 
óssea (DMO) dos animais submetidos à VBM permaneceu a mesma durante todo o 
experimento, enquanto que no grupo de ratas que não foram submetidas à vibração 
mecânica, a DMO diminui após 5 semanas do início do experimento e permaneceu 
assim até o final de 12 semanas.    
  Variações na frequência da vibração aplicada em ratas OVX podem 
influenciar na eficiência deste tratamento na formação óssea (Judex et al., 2007), 
outros parâmetros relacionados à vibração como a aceleração e o tempo de exposição 
podem ser responsáveis pelo efeito benéfico sobre o tecido ósseo (Oxlund  et  al.,  
2003; Christiansen & Silva, 2006; Rubinacci, et al., 2008). 
  Em um estudo recente, Oliveira et al. (2010) demontraram que a VBM de 
baixa intensidade e frequência (60 Hz – 1g), minimizou os efeitos nocivos causados 
pela ação de glicocorticóides no tecido ósseo de ratos Wistar machos. Após 9 semanas 
de tratamento, os pesquisadores observaram aumento de 29,2% no número de 
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trabéculas ósseas em relação ao grupo glicocorticoide após análises 
histomorfométricas, além do aumento de 21,4% no volume ósseo das tíbias dos 
animais, quando comparados ao grupo controle. 
  Em 2009, Sehmisch et al. observaram em ratas OVX melhora significativa 
nas propriedades biomecânicas de vértebras lombares e aumento da densidade óssea, 
em animais após o tratamento com VBM (90 Hz – 5mm de amplitude) por 35 dias. 
  Os efeitos do tratamento com VBM a longo prazo (20 min/5 
dias/semana/90Hz por 6 semanas, duas vezes ao dia) em ratas OVX foi observado por 
Brouwers et al. (2010), onde após o período de tratamento não foram constatadas 
alterações nos parâmetros ósseos estruturais das trabéculas. Já Tezval e 
colaboradores (2011) observaram aumento do conteúdo mineral, das propriedades 
biomecânicas (rigidez e carga máxima da região intertrocantérica) e de parâmetros 
histomorfométricos (área óssea trabecular) nos fêmures de ratos fêmea Sprague-
Dawley, OVX submetidos ao tratamento com VBM a 90 Hz (3,9 g) durante 35 dias. 
  Embora pesquisas demonstrem que sinais mecânicos de baixa 
intensidade e frequência possuem efeito anabólico no tecido ósseo (Judex et al, 2007), 
pouco se sabe sobre os efeitos e mecanismos deste tipo de tratamento sobre as 
células e os componentes da matriz do tecido ósseo. 
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1998 Flieger et al. Ratos - Wistar 12 semanas
2001 Rubin et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 a 8 meses
2002 Oxlund et al. Ratos - Wistar 12 meses
2002 Rubin et al. Ovelhas 6 a 8 anos
2002 Rubin et al. Ovelhas 6 a 8 anos
2006  Christiansen, Matthew et al.
Camundongos - 
Machos 7 meses
2006 Judex et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 a 8 meses
2008 Hwang et al. Ratos - Sprague - Dawley Machos 4 meses
2008 Rubinaci et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses
2009 Brouwers et al. Ratos - Wistar 6 meses
2009 Sehmich et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses
2010 Chow et al. Ratos - Sprague - Dawley 6 meses
2010 Tezval et al. Ratos - Sprague - Dawley 3 meses
2012 van der Jagt et al. Ratos - Wistar 5 meses
Tabela 2. Revisão da literatura. Trabalhos realizados com modelos animais submetidos a Vibração Mecânica
0.25 g -- 90 Hz
2 g -- 50 Hz
Ano Autor Modelo animal Idade dos animais Tempo de espera 
após ooforectomia
Período de tratamento 
(semanas)
3 dias 12 semanas
não submetidos 4 semanas
Intensidade e 
frequência
0 dia 12 semanas 0.5, 1.5, 3.0 g --      17 Hz, 30 Hz, 45 Hz
não submetidos não informado 0.3 g -- 30 Hz
0 dia
2, 4, 6, 8 semanas
não submetidos 50 semanas
não submetidos
0 dia
não submetidos
5 semanas
4 semanas
3 semanas
8 semanas
6 semanas
0.9 g -- 30 Hz
0, 0.1, 0.3, 10. g --     
45 Hz
0.15 g -- 45, 90 Hz
0.4 g -- 45 Hz
0.6 g, 3 g -- 30 Hz
3 semanas 0, 3, 6, 10 semanas 0.5 g -- 45 Hz
0.3 g -- 90 Hz
0.5 mm -- 90 Hz
0.3 g -- 35 Hz
3 meses 4 semanas 3.9 g -- 90 Hz
8 semanas
3 meses
3 meses
4 semanas
 
 
1.8.2. Agentes mecânicos e não mecânicos no tecido ósseo 
  É sabido que atividades físicas proporcionam alterações tanto na 
resistência quanto na massa óssea, com maior eficácia em crianças do que em adultos 
(Jee, Tian, 2005), além disso, quando se considera a estrutura óssea de pessoas mais 
velhas a atividade física tem se mostrado menos eficaz do que em indivíduos jovens 
(Forwood & Burr, 1993; Bassey et al., 1998). Esse decréscimo da eficácia em 
indivíduos mais velhos tem sido atribuído a redução da sensibilidade do tecido ósseo a 
estímulos mecânicos com o aumento da idade (Rubin et al., 1992; Turner et al., 1995).  
  Nessa perspectiva acredita-se que a resposta óssea aos estímulos 
mecânicos de indivíduos mais velhos, pode ser potencializada quando combinada com 
agentes não mecânicos (Forwood et al., 2001), para melhorar a sensibilidade e de 
forma sinérgica aumentar a massa e a força óssea (Jee & Tian, 2005). Dentre os 
agentes não mecânicos utilizados estão o PTH (Mikuni-Takagaki, 1999; Jee & Tian, 
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2005), o estrógeno (Rutherford, 1999; Jee & Tian, 2005), a prostaglandina E2 (Tang et 
al., 1997) e o hormônio de crescimento (Jee & Tian, 2005). 
  Em 1965, Johnson sugeriu pela primeira vez os efeitos benéficos da 
associação entre a carga mecânica e agentes anabólicos em um estudo realizado em 
homens submetidos ao tratamento com fluoreto de sódio (NaF), onde foi observado 
que a resposta anabólica foi mais rápida nos locais do tecido que foram submetidos a 
carga mecânica.  
Silva et al. (2011) investigaram por um período de 90 dias os efeitos das 
isoflavonas e da vibração mecânica como tratamentos aplicados de forma isolada e 
combinada no tecido ósseo de ratas ooforectomizadas. Foi constatado o aumento da 
densidade óssea e o efeito positivo na espessura do osso cortical, mostrando que o 
tratamento com isoflavonas e vibração mecânica de forma individual ou combinada 
teve efeito positivo no tecido ósseo de ratas osteopênicas. 
  Apesar de existirem evidências positivas sobre a associação de agentes 
anabólicos com a carga mecânica no aumento da massa óssea em estudos pré-
clínicos, ainda são necessários mais estudos que busquem elucidar a eficácia de tais 
tratamentos e seus mecanismos de ação no tecido ósseo (Jee & Tian, 2005). 
  Considerando-se o interesse por um melhor entendimento sobre os 
efeitos do SrR e da VBM nos constituintes do tecido ósseo e frente à escassez de 
relatos desses tratamentos associados sobre as células e a matriz óssea, o objetivo  
desse  estudo  foi  verificar o tratamento com ranelato de estrôncio associado à 
vibração mecânica de baixa intensidade e baixa frequência no tecido ósseo de ratas 
osteopênicas tratadas por 3 meses. 
 
  
 
OBJETIVOS 
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      2. OBJETIVOS 
 
2.1. Objetivos Gerais: 
 Caracterizar as alterações do tecido ósseo de ratas osteopênicas 
submetidas ao tratamento com ranelato de estrôncio associado à vibração mecânica de 
baixa intensidade e baixa frequência. 
 
  
2.2. Objetivos Específicos: 
 Comparar a espessura e comprimento dos fêmures e tíbias dos grupos 
estudados;  
 Analisar a densidade mineral óssea, conteúdo mineral ósseo e a área 
óssea tanto da região de corpo total como da região fêmur - tíbia;  
 Analisar as propriedades físicas e biomecânicas em tíbias e vértebras;  
 Quantificar o volume ósseo e espessura do osso cortical no fêmur; 
 Avaliar as fibras colágenas no osso trabecular e cortical do fêmur distal;  
 Identificar e quantificar os glicosaminoglicanos sulfatados e o ácido 
hialurônico por parâmetros de biologia molecular; 
 Avaliar a presença de osteoclastos no osso fêmur distal. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
               MATERIAIS E MÉTODOS 
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        3.  MATERIAIS E MÉTODOS 
 
Este estudo foi aprovado pelo Comitê de Ética em Pesquisa da UNIFESP 
(Projeto n. 1095/11) e segue os princípios do “Guide for Care and Use of Laboratory 
Animals” (NIH publication n. 85-23, revised 1996) e está de acordo com a lei 11.794 de 
08 de outubro de 2008. 
 
 3.1. Animais de experimentação  
 Foram utilizadas 40 ratas Wistar (Rattus norvegicus albinus), adultas, 
inicialmente com 6 meses de idade, virgens, pesando aproximadamente 240 gramas, 
fornecidas pelo Centro de Desenvolvimento de Modelos Experimentais em Medicina e 
Biologia (CEDEME) da Universidade Federal de São Paulo - UNIFESP.  
 Os animais foram transportados para o biotério da Disciplina de Histologia 
e Biologia Estrutural do Departamento de Morfologia e Genética, onde permaneceram 
confinados em gaiolas (5 animais por gaiola) de 45x30x15 cm de comprimento, largura 
e altura respectivamente. Os mesmos foram mantidos com alimentação (Nuvilab CR1, 
Paraná, Brasil; composição por quilograma do produto: cálcio de 1,0% a 1,2%, fósforo 
de 0,78% a 0,90%, zinco aproximadamente 60mg, vitamina D3 1.800,00 UI) e água ad 
libitum à temperatura ambiente de 22°C e com iluminação ar tificial, sendo o ciclo claro-
escuro constante e o período de luz das 7 às 19 horas. 
 
3.2. Obtenção dos animais com osteopenia 
3.2.1 Ooforectomia bilateral  
            Ao completarem 6 meses de idade os animais foram submetidos à OVX 
bilateral com o objetivo de interromper a atividade dos estrogênios ovarianos induzindo-
os a um quadro de osteopenia. A OVX foi realizada sob anestesia intraperitoneal com 
Cloridrato de Cetamina a 10% (0,3mL) e Xilazina a 2% (0,1mL), respectivamente, 
anestésico e relaxante muscular. Posteriormente, foi realizada a tricotomia na região 
abdominal em área de 4x2 cm2, acima da vagina, em seguida, no local foi aplicado 
álcool iodado com auxílio de gazes para obter melhor condição de anti-sepsia. Em 
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seguida, a pele foi incisada com bisturi, com aproximadamente 1,5 cm de extensão, e o 
tecido muscular foi afastado do tecido cutâneo com auxílio de uma tesoura do tipo 
romba e uma pinça dente de rato. A musculatura foi incisada até atingir a cavidade 
peritoneal, onde foi localizado o útero bifurcado e os ovários, em cada ovário foi 
realizado uma ligadura com fio de algodão (Catgut, USP 4-0, EP 1,5, Brasuture, Brasil) 
aproximadamente 1 cm abaixo do ovário sendo o mesmo seccionado. Após a retirada 
dos ovários e parte do corno uterino, os demais tecidos foram internalizados e foi 
realizada a sutura da musculatura e da pele com fio de sutura reabsorvível (Catgut 
gastrointestinal com agulha 3/8, USP 4-0, EP 2, Brasuture, Brasil) (figura 4). A língua 
do animal foi pinçada e distendida para fora da cavidade bucal para evitar asfixia. O 
modelo experimental para osteopenia foi baseado no trabalho desenvolvido por 
Giardino et al. (1993), padronizado e adaptado por nosso grupo, sendo utilizado com 
frequência e bem sucedido em nossos trabalhos experimentais.  
 
 
Figura 4.  Fotos ilustrando o procedimento cirúrgico da ooforectomia bilateral. A) Incisão na pele e no músculo; B) 
Exposição dos ovários; C) Ligadura das tubas uterinas com fio de algodão e retirada dos ovários; D) 
Reinternalização das tubas uterinas e tecidos adjacentes E) Sutura da musculatura; F) Sutura da pele.  (Cedido por 
Pacheco-Costa, 2010).  
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3.2.2. Pós-operatório  
 Ao término do procedimento cirúrgico 15 gotas de Ibuprofeno (50mg/ml) 
foram diluídos em 500 ml de água e disponibilizados no bebedouro durante 2 dias para 
promover analgesia. Este protocolo foi adaptado de Derry et al. (2009). A fim de 
promover uma rápida cicatrização abdominal foi realizado diariamente por 7 dias 
consecutivos a antissepsia com iodopovidona a 10% sobre a pele suturada do animal. 
 
3.2.3. Procedimento para exames colpocitológicos 
 Todos os animais foram submetidos a exames colpocitológicos por quatro 
dias consecutivos, no mesmo horário, a partir do 24º dia após a ooforectomia para a 
confirmação da interrupção do hormônio estrogênio.  
O exame foi feito com uma haste de algodão previamente imersa em NaCl 0,9% 
e inserida na vagina de cada rata, mas não profundamente, e realizado movimentos 
circulares no interior. Em seguida o material coletado foi distendido sobre uma lâmina 
de vidro e fixado em uma solução de álcool - éter (1:1) por 20 minutos, corado pelo 
método de Shorr-Hematoxilina (Shorr, 1941) e analisados ao microscópio de luz. 
Apenas os animais que se apresentaram em anestro (sem produção de estrogênio e 
progesterona) durante os quatro dias analisados foram utilizados experimentalmente. 
 
3.2.4. Tratamento dos animais 
 Os animais foram pesados semanalmente de forma individual em uma 
balança digital após a ooforectomia e 90 dias depois foram distribuídos em 4 grupos 
sendo GI Controle, GII tratado com SrR (5-[bis(carboxy-methyl)amino]-2-carboxy-4-
cyano-3-thiophenacetic acid, distrontium salt; S12911-PROTOS®, Institut de 
Recherches Internationales Servier, Courbevoie, France), GIII tratado somente com 
vibração mecânica e GIV tratado com SrR+VBM. A divisão dos grupos está listada a 
baixo: 
         Grupo I (Controle) – 10 ratas gavadas com solução-veículo (água), 7 dias por 
semana durante 90 dias. 
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         Grupo II - SrR – 10 ratas gavadas com 625 mg/kg/dia de SrR, 7 dias por semana 
durante 90 dias. 
         Grupo III - VBM – 10 ratas submetidas à VBM por 20 min. à 60Hz/0.6g/dia, 5 dias 
por semana durante 90 dias. 
      Grupo IV - SrR+VBM – 10 ratas gavadas com 625 mg/kg/dia de SrR, 7 dias por 
semana + VBM por 20 min. à 60Hz/0.6g/dia, 5 dias por semana durante 90 dias. 
A gavage e a vibração mecânica em todos os grupos foram administradas 
sempre no mesmo período (figura 5). 
 
 
 
Figura 5. A) Foto mostrando a gaiola vibratória. B) Foto do procedimento de gavage. 
 
3.3. Procedimento de vibração mecânica 
 Para o procedimento de VBM foi utilizado uma plataforma vibratória de 50 
cm x 30 cm e 20 cm de altura, cedida gentilmente pela Dra. Marise Lazaretti Castro da 
Disciplina de Endocrinologia da UNIFESP, desenvolvida pelo Prof. Dr Orivaldo Lopes 
da Silva do departamento de Bioengenharia da USP- São Carlos. Os animais dos 
grupos GIII (VBM) e GIV (SrR+VBM) foram alocados sobre gaiola vibratória (5 animais 
por vez) e submetidos a vibração mecânica de baixa intensidade (60Hz; 0,6g), 
20min/dia, 5 vezes por semana, durante 90 dias. Todos os animais do grupo GIV 
receberam por gavage o SrR após o tratamento com a vibração mecânica. 
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Foi utilizada uma tampa adequadamente confeccionada e colocada sobre 
a plataforma a uma distância de 4 cm dos animais, para que os mesmos pudessem 
permanecer em sua postura habitual, com os membros apoiados na plataforma, o mais 
confortável possível para serem submetidos de maneira adequada a vibração 
mecânica no corpo inteiro. 
 
3.4. Avaliação do grau de Osteoporose por Densitometria Óssea 
  Todos os animais foram submetidos à Densitometria óssea (absometria 
de energia e raios X – DEXA - modelo Hologic Discovery A- S/N 45274) antes e depois 
do tratamento, a fim de analisar o conteúdo mineral ósseo (CMO), a densidade mineral 
óssea (DMO) e área óssea (Área) da região do corpo total e também da região do 
fêmur - tíbia. Para a realização do exame os animais foram anestesiados com 
Cloridrato de Cetamina a 10% e Xilazina a 2% por via intraperitoneal, na proporção de 
2/1 respectivamente. Após, foram posicionados em decúbito ventral e os membros 
permaneceram estendidos, em seguida foi feito o exame que teve duração de 1min 
para cada animal (figura 6). Este exame foi realizado em conjunto com a disciplina de 
Endocrinologia, Departamento de Medicina da UNIFESP. 
 
 
Figura 6.  Densitometria óssea de rata Wistar com 9 meses de idade, onde a região R1 representa a tíbia e fêmur 
que foram analisados. 
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3.5. Animais submetidos à eutanásia para retirada dos fêmures, tíbias e vértebras  
  Todos os animais foram submetidos à eutanasia 90 dias após o início do 
tratamento (24 horas após a administração da última dose de ranelato de estrôncio ou 
solução-veículo e vibração mecânica) (figura 7). Os animais foram eutanasiados após a 
densitometria óssea final com dose excessiva de Cloridrato de Cetamina a 10% 
(0,7mL) e Xilazina a 2% (0,3mL) por via intraperitoneal. Os animais foram posicionados 
em decúbito ventral e com um bisturi foi efetuada uma incisão linear de extensão entre 
a região anterior da tíbia até o final de cada fêmur. Em seguida os fêmures e tíbias 
foram dissecados e imediatamente mensurados. Após a retirada do fêmur e da tíbia foi 
realizado a dissecção das vértebras e para isso, a coluna vertebral foi localizada, e em 
seguida foi realizado um corte longitudinal com auxilio do bisturi expondo as vértebras, 
a partir disso a quinta vértebra lombar (L5) foi identificada e isolada tendo como 
referência a articulação da primeira vértebra sacral (S1). 
 
 
 
Figura 7. Linha do tempo do modelo animal. Esquema dos respectivos meses em que foi realizado plano 
experimental com o modelo animal. 
 
3.5.1. Mensuração do comprimento e espessura dos fêmures e tíbias 
 Nos fêmures o comprimento foi obtido do trocânter maior até o côndilo 
lateral e nas tíbias o comprimento total foi obtido da extremidade de cada epífise. Em 
ambos, a espessura foi obtida no centro da diáfise. Todas as medidas foram realizadas 
com auxílio de um paquímetro digital (Lee Tolls, erro de precisão de 0,01mm) (figura 8). 
Após, as tíbias foram direcionadas para a análise das propriedades físicas e 
biomecânicas e os fêmures foram seccionados e direcionados para análises 
Histológicas, Histomorfométricas, Histoquímicas e Biomoleculares. 
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Figura 8. Fêmur de rata Wistar. Mostrando o local da secção dos fêmures (tracejado) para obtenção do fêmur distal 
(B). 
 
3.6. Análise das propriedades físicas e biomecânicas em tíbias e vértebras  
  Para a realização desses ensaios foram dissecadas as tíbias direitas de 
todos os animais e para as vértebras foi utilizada a quinta vértebra lombar (L5) de sete 
animais. Ambas foram limpas e congeladas em NaCl 0,9% a -20ºC imediatamente 
após o sacrifício. As análises foram realizadas em conjunto com o Departamento de 
Ciências Fisiológicas do Centro de Ciências Biológicas e da Saúde da Universidade 
Federal de São Carlos – UFSCar.   
 
3.6.1. Propriedades físicas das tíbias e vértebras  
 As tíbias e as vértebras foram descongeladas e limpas novamente para a 
remoção de qualquer tecido residual, sendo das vértebras retiradas também os 
processos transversos, espinhosos e arcos vertebrais, permanecendo somente o corpo 
da vértebra.  Após, as extremidades do corpo foram aplainadas a fim de se obter 
superfícies planas e paralelas. Todos os ossos foram imersos separadamente em água 
destilada e mantidas em um dissecador (DI-PUMP) por 24 horas para retirada do ar 
dos poros ósseos. O volume ósseo (VO) e a densidade óssea (DO) foram calculados 
segundo o princípio de Arquimedes, para tal, o peso imerso (Pi) foi calculado inserindo 
os ossos (tíbias e vértebras) um de cada vez em um béquer com água destilada à 
temperatura ambiente, suspensas individualmente por um fio de cobre e sob uma 
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balança de precisão. Em seguida esses ossos foram pesados para obtenção do peso 
úmido (Pu) (Hughes, 2005).   
O peso seco (Ps) foi obtido após a  desidratação em estufa a 100ºC por 24 
horas. Os ossos foram então colocados na mufla a 800ºC (Quimis, modelo Q318A) por 
24 horas para obtenção do peso das cinzas (Pc)  (Bedani et al., 2006). Todas as 
medidas foram realizadas em balança analítica de precisão (Chyo JK-180, Japan, erro 
de precisão de 0,0001g). Os seguintes parâmetros foram avaliados: densidade óssea 
(g/cm3), volume ósseo (cm3), densidade mineral óssea (g/cm3), porcentagem de água, 
de material orgânico e de material mineral no osso. Os valores obtidos das pesagens 
foram calculados com base nas fórmulas abaixo descritas (Martin, 1990): 
                           
                           
 
                     P  
 
                                                           
 
Onde:  
Pu = peso do osso úmido   
Pi = peso do osso imerso  
Ps = peso do osso seco  
Pc Pc = peso das cinzas (material mineral)  
 Vo = Volume ósseo  
 ρ = densidade da água (= 1) 
 
3.6.2. Propriedades biomecânicas das tíbias e vértebras  
As análises das propriedades biomecânicas foram realizadas em uma 
máquina de ensaio universal Instron (Instron Cop. modelo 4444, EUA).  
Para a realização das análises nas tíbias foi utilizado o teste de flexão a 
três pontos, onde as mesmas foram posicionadas horizontalmente em dois roletes com 
diâmetro de 3 mm (distanciados em 21,7mm) onde foi aplicado uma força 
perpendicular ao eixo longitudinal do osso por uma haste cilíndrica contendo um rolete 
(de 3 mm) em sua extremidade, com capacidade de 1 kN de carga. Foi aplicada uma 
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pré-carga de 5N para estabilizar a tíbia, e depois se manteve uma velocidade de 5 
mm/min. até o momento  da  fratura. Com base no teste foram obtidos: carga máxima 
(N), carga de fratura (N), resiliência (J), tenacidade (J) e rigidez (N/mm) (figura 9). 
Para a análise nas vértebras foi realizado o ensaio de compressão no 
qual foi utilizado uma carga de 1 kN, aplicando-se uma pré carga de 10 N para 
estabilizar e fixar o corpo da vértebra. A velocidade de aplicação da carga foi de 2 
mm/min. no sentido do eixo crânio-caudal até o esmagamento parcial da vértebra (2/3 
da altura da vértebra). Ao final foram obtidos: carga de fratura (N), resiliência (J), 
tenacidade (J) e rigidez (N/mm) (figura 10). 
Os ensaios foram registrados pelo software Instron Series IX Automated 
Materials Tester - version 8.09.00. Todos os testes foram realizados por um 
investigador cego para os grupos estudados. 
 
 
 
 
 
Figura 9. Ilustração do ensaio biomecânico de flexão a três pontos realizados em tíbia. (Cedido 
gentilmente por Campos, 2013). 
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Figura 10. Ilustração do ensaio biomecânico de compressão em vértebras. (Cedido gentilmente por 
Campos, 2013). 
 
3.7. Análises Histológicas: Histomorfométrica e Histoquímica  
 Os fêmures distais direito e esquerdo foram fixados em formaldeído 4% 
(preparado a partir do paraformaldeído) em tampão fosfato 0,1M (pH 7,2) por 4 dias e 
descalcificados em EDTA a temperatura ambiente por aproximadamente 90 dias. A 
descalcificação foi confirmada introduzindo levemente um alfinete no osso, até que o 
mesmo não apresentasse resistência. Posteriormente, foram desidratados em 
concentrações crescentes de etanol (70%, 80%, 90% e 95%) por 1 hora e 30 min. cada 
e três trocas de álcool 100% a cada 2 horas, sendo a última troca overnight, após 
foram diafanizados em xilol, com duas trocas de 2 horas cada e uma de 4 horas, em 
seguida foi feita uma mistura com xilol e parafina (1:1) e as amostras foram deixadas 
overnight em estufa a 60ºC. No dia seguinte as amostras foram impregnadas pela 
parafina líquida em estufa regulada à temperatura de 60°C por 48 horas e incluídas. Os 
blocos de parafina foram cortados em micrótomo do tipo Minot (Leica, Modelo RM 
2145), em cortes semi sequenciados, ajustado para 5µm. Os cortes foram distendidos 
em banho-maria e  coletados em lâminas histológicas. Após secagem por 2 - 4 horas 
em estufa a 60ºC as lâminas foram destinadas aos métodos abaixo descritos. 
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3.7.1. Histomorfometria 
 Para verificar a preservação do tecido e realizar a histomorfometria foi 
utilizada a Hematoxilina, que evidencia o núcleo em azul ou violeta e a Eosina, que 
evidencia o citoplasma e o colágeno em magenta (Junqueira, Carneiro, 2008). Os 
cortes foram desparafinizados em xilol, hidratados em concentrações decrescentes de 
etanol, lavados em água destilada e evidenciados pela hematoxilina por 5 min. Após 
uma nova lavagem em água destilada, os cortes foram evidenciados pela eosina por 1 
minuto. Em seguida, foram desidratados, diafanizados em xilol e montados com 
Entellan®. As fotomicrografias foram obtidas com auxílio de um microscópio de luz 
(Axiolab Standard 20, Carl Zeiss, Germany) acoplado a uma videocâmera de alta 
resolução (AxionCam, Carl Zeiss, Germany). As análises histomorfométricas foram 
realizadas com auxílio de um software semiautomático (AxioVision Rel. 4.6., Carl Zeiss, 
Germany). 
 Para a padronização da histomorfometria da área óssea trabecular, as 
análises foram feitas 390 µm abaixo do ponto inferior do disco epifisário, no qual foi 
delimitado um quadrante de 1800 X 1600 µm que foi ajustado em 390 µm a partir da 
região externa do osso cortical. Dentro desse quadrante foi realizada a delimitação de 
cada trabécula (semi-automaticamente), gerando uma área em µm² para cada 
trabécula que somadas contabilizaram a área total. Para a espessura do osso cortical 
foi estabelecido uma média dos 3 pontos da espessura (superior, meio e inferior) já 
estabelecidos pelo quadrante delimitado para a área óssea trabecular (figura 11). 
 Foram utilizados cinco cortes sequenciados de cada animal para a 
quantificação da área óssea trabecular (BV/TV) e espessura do osso cortical (Ct.Wi) 
que foram feitas semi-automaticamente no programa AxionVision REL 4.6 (Carl Zeiss). 
As abreviações da histomorfometria estão de acordo com a nomenclatura adotada pelo 
comitê da ASBMR (American Society for Bone and Mineral Research) (Parfitt et al., 
1987).          
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Figura 11.  Fotomicrografia de corte histológico do osso fêmur distal de rata Wistar corado por hematoxilina e eosina 
(H.E). Visão geral da região delimitada para a análise do volume ósseo (quadrado / linha verde) e dos 3  pontos  
analisados  para  obtenção  da  espessura  do  osso cortical (linhas azuis). Ct: osso cortical; Gp: disco epifisário; Ma: 
medula óssea; Tb: trabécula. 
 
 
3.7.2. Histoquímica 
 
• Picro-Sirius Red (PS) – polarização 
  O corante Sirius Red evidencia as fibras colágenas em vermelho-
alaranjado (Kiernan, 2008). Quando examinado em luz polarizada as fibras colágenas 
mais espessas se apresentam nos tons avermelhados e as mais finas aparecem nos 
tons esverdeados (Hirshberg et al., 2007; Retamoso et al., 2009).  
 Os cortes foram desparafinizados em xilol, hidratados em gradiente 
decrescente de etanol e incubados com o ácido fosfomolíbdico a 0,2% por 10 minutos 
para neutralizar a birrefringência da elastina. Depois, os cortes foram lavados em água 
destilada e imersos por 90 minutos em solução de sirius red a 0,1% dissolvido em 
ácido pícrico aquoso saturado. Posteriormente, os cortes foram lavados em HCl 0,01 N 
durante 2 minutos. Depois as lâminas foram desidratadas em gradiente crescente de 
etanol, diafanizadas em xilol e montadas com Entellan®. As análises foram realizadas 
semi-quantitativamente com o auxílio de um microscópio de luz polarizada (Axioskop 
M
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40, Carl Zeiss, Germany) em todos os animais de todos os grupos, utilizando-se cinco 
cortes por animal. 
 
3.7.3. Técnica do TRAP 
 Para identificar os osteoclastos foi utilizado o método do TRAP (“Tartrate 
Resistant Acid Phosphatase”) um marcador de osteoclastos (Minkin, 1982). Este 
método é baseado na detecção da enzima fosfatase ácida resistente ao tartarato, 
presente em osteoclastos. A solução de incubação foi preparada dissolvendo 8 mg de 
naftol AS-BI (Sigma Chemical Company, St. Louis, MO) em 500 µl de N-N-
dimetilformamida,  seguindo-se  a  adição  de  50  ml  de  tampão  acetato  de  sódio  
0,2  M,  pH  5,0, acrescido de 70 mg de “Fast Red Salt TR” (Sigma Chemical Company, 
St. Louis, MO). Foi adicionado, posteriormente, tartarato de sódio 50 mM à solução que 
foi então filtrada. Após a incubação a 37 °C, os co rtes foram lavados em água 
destilada, contracorados com hematoxilina de Carazzi e montados em meio aquoso. 
Como controle de especificidade, alguns cortes foram incubados na ausência do 
substrato (naftol AS-BI).  
  
3.8. Análises Biomoleculares  
  
3.8.1. Extração, identificação e quantificação dos glicosaminoglicanos no fêmur  
Fragmentos de fêmures (n=7-9) livres de cartilagem foram imersos em 
PBS com inibidor de protease por 3 horas, após foram descalcificados com ácido 
fórmico a 25% (pH 2,0) por 2 dias e armazenados em PBS com inibidor de protease a 
4ºC até o início do processamento das amostras. Estas análises foram realizadas em 
conjunto com a Disciplina de Biologia Molecular - UNIFESP. Cada fragmento foi 
individualmente pesado e macerado com auxílio de nitrogênio líquido. Após, para a 
liberação dos GAGs o material foi digerido com papaína (Calbiochem, USA) em tampão 
cisteína-fosfato (pH 6,5) por 18 horas a 60ºC. Em seguida, o material foi centrifugado 
por 10 min a 1500 rpm. O sobrenadante foi coletado e adicionado TCA a 90% (ácido 
tricloroacético) no volume final de 10% em banho de gelo por 15 minutos. 
Posteriormente foram centrifugados por 30 min em temperatura ambiente e ao 
sobrenadante foram adicionados dois volumes de metanol gelado sob constante 
agitação e, mantidos a -20ºC por 24h para precipitar os glicosaminoglicanos sulfatados. 
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O material foi então centrifugado por 30 min a 4000 rpm a 4ºC, e o sobrenadante foi 
descartado e o  material foi seco a temperatura ambiente. O Pellet foi ressuspendido 
em 30µL de água destilada e 5µL foi aplicado em gel de agarose a 0,55% em tampão 
PDA (1,3-diaminopropano acetato, 0,05M, pH 9,0). Após os GAGs foram precipitados 
na agarose  com uso do detergente catiônico CETAVLON (brometo de 
cetiltrimetilamônia) a 0,1% por 2 horas e depois o gel foi seco sob calor e ventilação, 
sendo corado posteriormente com azul de toluidina (0,1%) em ácido acético (0,1%) e 
etanol (50%) por 15 minutos. O excesso de corante foi removido com solução 
descorante de ácido acético (0,1%) em etanol (50%). Em seguida, o gel foi seco em 
temperatura ambiente. 
A identificação dos GAGs sulfatados foi realizada comparando-se a 
migração das amostras com uma solução de GAGs conhecidos e purificados (CS, DS e 
HS, na concentração de 1mg/mL cada). De acordo com a mobilidade eletroforética, a 
banda de maior migração é uma mistura de condroitim- 4 (extraído de cartilagem de 
baleia) e 6 - sulfato (extraído de cartilagem de tubarão), a intermediária de dermatam 
sulfato (extraído de pele de porco) e a terceira de heparam sulfato (extraído de 
pâncreas bovino). A quantificação foi realizada através da densitometria a 525nm. 
Osvalores foram expressos em µg/mg de tecido. 
 
3.8.2. Quantificação do ácido hialurônico pelo ELISA  
Após a proteólise do tecido, o glicosaminoglicano ácido hialurônico foi 
quantificado com auxílio do método do ELISA (Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay)  
padronizado por Martins et al. (2003). Esta análise foi realizada em conjunto com a 
Disciplina de Biologia Molecular - UNIFESP. Em uma placa do ELISA revestida com 
sonda de AH foram adicionados 100µL/poço das soluções padrão de ácido hialurônico 
de cordão umbilical em concentrações diferentes (0 a 500µg/mL) diluídas no tampão de 
ensaio (Tris-HCl 0,05M pH 7,75 e 1% BSA). Todas as amostras foram realizadas em 
triplicata.  
Após incubação da placa por 18 horas a 4%, a mesma foi lavada 3 vezes  
em  tampão  de  lavagem  (Tris-HCl  0,05M  pH  7,75).  Em seguida foram adicionados 
100µL da sonda de AH biotinilada (1mg/mL) diluída 1:10000 em tampão de ensaio em 
cada poço, sobre agitação durante 90 min a 25ºC. Em seguida, a placa foi lavada 6 
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vezes com tampão de lavagem e adicionado 100µL/poço de estreptavidina marcada 
com európio (diluído 1:10000 em tampão de ensaio). A incubação ocorreu por 30 min a 
25ºC seguida por 6 lavagens para remover a estreptavidina não conjugada.  
Para liberar o európio ligado a estreptavidina, foi adicionado 200µL de 
“enhancement” por poço e agitou-se por 10 minutos. O európio livre na placa foi lido em 
fluorímetro. Os valores forão expressos em µg/g de tecido. 
 
3.9.  Análise estatística 
Os dados numéricos foram expressos em Média ± Desvio Padrão (DP) 
para as tabelas e também em Mediana, Mínimo e Máximo para os gráficos Box plot. Os 
grupos foram comparados com o teste de variância (ANOVA), seguido pelo teste de 
Comparações Múltiplas de Turkey, para observar se ocorreram diferenças entre os 
grupos. Quando comparamos o mesmo grupo antes e depois utilizamos o teste 
Wilcoxon, que é um método não paramétrico para comparação de duas amostras 
pareadas. O nível de significância para a rejeição da hipótese de nulidade foi de 5% (p 
< 0,05). Para todos os testes foi utilizado o programa GraphPad Prism (version 5.00).  
 
 
 
 
 
  
           RESULTADOS 
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 4. RESULTADOS 
 
4.1. Massa corporal 
  Todos os animais foram pesados semanalmente durante o experimento, e 
foi observado que todos os grupos apresentaram ganho de massa corporal após a 
ooforectomia. Durante o período de tratamento a massa corporal dos grupos 
permaneceu estável e não foi observada diferença estatisticamente significante entre 
os grupos ao final do tratamento (figura 12). 
 
 
        
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 12.  Gráficos de massa corporal.  A. Massa corporal do dia da ooforectomia (OVX) até o início do tratamento 
de cada grupo. B. Massa corporal ao término do tratamento. Mediana ± Min.Max. P<0,05.    vs Controle.  & vs SrR.   
α
 vs VBM.  β vs SrR+VBM. 
 
 
4.2. Análises biométricas dos fêmures e tíbias 
       As análises biométricas realizadas nos fêmures revelaram que o grupo 
tratado com SrR apresentou espessura maior que os outros grupos, contudo diferenças 
no comprimento não foram observadas. Nas tíbias os grupos VBM e SrR+VBM 
apresentaram tanto o comprimento quanto a espessura maiores quando comparados 
ao grupo Controle, e o grupo VBM foi o único que apresentou comprimento superior ao 
grupo SrR (figura 13 e tabela 3). 
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Figura 13. Gráficos de espessura e comprimento dos fêmures e tíbias. Mediana ± Min.Max. P<0,05.   vs Controle. 
&
 vs SrR. α vs VBM.   β vs SrR+VBM.  
 
 
Tabela 3. Análises biométricas dos fêmures e tíbias  
Grupos   Controle     SrR VBM SrR+VBM 
Espessura do Fêmur 
  3,30 ± 0,31           4,85 ± 0,36
αβ
 
  3,30 ± 0,19   3,23 ± 0,11 
Comprimento do Fêmur 37,20 ± 0,81   37,70 ± 0,70 37,30 ± 1,59 37,86 ± 1,07 
Espessura da Tíbia   3,26 ± 0,39     3,42 ± 0,25      3,46 ± 0,46     3,53 ± 0,25 
Comprimento da Tíbia  39,65 ± 0,96   40,05 ± 0,80      41,08 ± 0,83&   40,67 ± 1,00 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle. & vs SrR. 
α
 
vs VBM.  β vs SrR+VBM. 
 
4.3. Densitometria óssea 
  Os animais foram submetidos à densitometria óssea antes e ao final do 
tratamento. Dessa forma, foi possível comparar cada grupo individualmente antes e 
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depois do tratamento, bem como todos os grupos no final. Além disso, foram 
analisadas as regiões de corpo total e do fêmur-tíbia (região R1).  
Ao comparar cada grupo individualmente antes e depois do tratamento, 
verificou-se que o grupo SrR foi o único a obter ganho em todos os parâmetros 
analisados (DMO, CMO e Área), tanto na região de corpo total quanto na região do 
fêmur-tíbia (tabela 4 e 5). Já o grupo submetido ao tratamento com VBM apresentou 
perda na DMO na região do fêmur-tíbia (tabela 5), além disso, foi observado que a 
DMO do grupo que recebeu a terapia combinada foi preservada após o tratamento, 
tanto na região do fêmur-tíbia e do corpo total (tabela 4 e 5), e o grupo Controle 
apresentou aumento da área na região de corpo total (tabela 4).  
 
Tabela 4. Densitometria óssea antes e depois do tratamento - região de corpo total  
Grupos   DMO (g/cm2) CMO (g)       Área (cm2) 
Controle 
Antes  0,15 ± 0,01 10,21 ± 0,90      64,34 ± 4,30 
Depois  0,15 ± 0,01 11,11 ± 1,01      72,85 ± 5,99# 
SrR 
Antes  0,16 ± 0,00 11,05 ± 0,81      70,21 ± 3,50 
Depois   0,18 ± 0,01$  12,88 ± 0,89$      73,50 ± 4,35$ 
VBM Antes 0,15 ± 0,01 11,40 ± 0,72      73,60 ± 3,66 
Depois 0,16 ± 0,01 11,38 ± 0,52      72,99 ± 2,39 
SrR+VBM Antes 0,15 ± 0,01 10,92 ± 1,16      71,39 ± 5,50 
Depois 0,16 ± 0,01 11,70 ± 1,36      72,48 ± 5,54 
Dados expressos em média ± desvio padrão. # Controle antes do tratamento vs Controle depois do tratamento. $ SrR antes do 
tratamento vs SrR depois do tratamento 
  
 
Tabela 5. Densitometria óssea antes e depois do tratamento - região do fêmur-tíbia  
Grupos   DMO (g/cm2) CMO (g)       Área (cm2) 
Controle Antes  0,13 ± 0,01 0,68 ± 0,06      5,19 ± 0,24 
Depois  0,14 ± 0,01 0,71 ± 0,05      5,12 ± 0,26 
SrR Antes  0,14 ± 0,01 0,76 ± 0,06      5,36 ± 0,30 
Depois   0,15 ± 0,01$  0,87 ± 0,04$      5,60 ± 0,21$ 
VBM Antes 0,14 ± 0,01 0,75 ± 0,05      5,31 ± 0,17 
Depois   0,13 ± 0,01@ 0,74 ± 0,03      5,48 ± 0,20 
SrR+VBM Antes 0,14 ± 0,01 0,76 ± 0,06      5,36 ± 0,30 
Depois 0,14 ± 0,01 0,75 ± 0,06      5,32 ± 0,31 
Dados expressos em média ± desvio padrão. 
$
 SrR antes do tratamento vs SrR depois do tratamento. @ VBM antes do 
tratamento vs VBM depois do tratamento. 
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Quando comparamos todos os grupos ao final do tratamento foi 
observado que o grupo SrR apresentou maior DMO comparado aos outros grupos, 
tanto na região de corpo total como na região do fêmur-tíbia estatisticamente 
significante. O CMO do grupo SrR no corpo total foi superior ao do grupo Controle e 
VBM,  já na região do fêmur – tíbia o CMO do SrR foi superior a todos os outros. Em 
relação à área óssea não foram observadas diferenças significantes entre os grupos na 
região de corpo total, porém na região fêmur – tíbia os grupos SrR e VBM 
apresentaram maior área comparados ao Controle (figura 14 e tabela 6 e 7). 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 14. Gráficos de densitometria óssea da região do corpo total ao término do tratamento. Mediana ± Min.Max. 
P<0,05.   s Controle.  α vs VBM.   β vs SrR+VBM.  
 
 
Tabela 6. Densitometria óssea ao término do tratamento – região do corpo total  
 
  
             DMO (g/cm2)      CMO (g)         Área (cm2)  
Controle 
           0,15 ± 0,01      11,11 ± 1,01       72,85 ± 5,99  
SrR                     0,18 ± 0,01αβ            12,88 ± 0,89α 
      72,50 ± 4,35  
VBM 
           0,16 ± 0,01       11,38 ± 0,52       72,99 ± 2,39  
SrR+VBM 
           0,16 ± 0,01       11,70 ± 1,36        72,48 ± 5,54  
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  
α
 
vs VBM.  
β 
vs SrR+VBM. 
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 Figura 15. Gráficos de densitometria óssea da região do fêmur-tíbia ao término do tratamento. Mediana ± Min.Max. 
P<0,05.   vs Controle.  α vs VBM.   β vs SrR+VBM.  
 
Tabela 7. Densitometria óssea ao término do tratamento – região do fêmur-tíbia  
 
  
           DMO (g/cm2)    CMO (g)     Área (cm2)  
Controle 
          0,14 ± 0,01    0,71 ± 0,05    5,12 ± 0,26  
SrR                    0,15 ± 0,01αβ          0,87 ± 0,04αβ       5,60 ± 0,21  
VBM 
          0,13 ± 0,00    0,74 ± 0,03       5,48 ± 0,20 
 
SrR+VBM             0,14 ± 0,01    0,75 ± 0,06     5,32 ± 0,31 
 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  
α
 
vs VBM.  
β 
vs SrR+VBM. 
 
4.4. Propriedades biofísicas das vértebras e tíbias 
  Nas vértebras os parâmetros que apresentaram diferenças foram à 
densidade mineral e o percentual de material orgânico. A maior densidade mineral foi 
observada nos grupos SrR e SrR+VBM comparados ao Controle e VBM, e quantidade 
de material orgânico foi maior nos grupos SrR e SrR+VBM somente em relação ao 
Controle (figura 16 e tabela 8).  
 
 
 
 
0.5
0.6
0.7
0.8
0.9
1.0  α
β
 Controle      SrR         VBM     SrR+VBM
CMO - Fêmur e tíbia
g
0.12
0.14
0.16
0.18
 
  Controle      SrR         VBM    SrR+VBM
α
β
DMO - Fêmur e tíbia
g
4.0
4.5
5.0
5.5
6.0
6.5
Área - Fêmur e tíbia
 
 
Controle       SrR        VBM     SrR+VBM
cm
²
 50 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 16. Gráficos das propriedades biofísicas das vértebras. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  vs Controle. α vs 
VBM. 
 
 
Tabela 8. Propriedades biofísicas das vértebras  
Grupos     Controle   SrR VBM SrR+VBM 
Volume Ósseo (cm3) 
   0,08 ± 0,02      0,06 ± 0,01  0,07 ± 0,01 0,06 ± 0,01 
Densidade Óssea (g/cm3) 
   1,38 ± 0,10      1,44 ± 0,05   1,36 ± 0,04 1,41 ± 0,06 
Densidade Mineral (g/cm3) 
   0,39 ± 0,06            0,45 ± 0,05α   0,41 ± 0,02      0,44 ± 0,02α 
Água no Osso (%) 
 53,76 ± 0,02         50,14 ± 0,02 52,43 ± 0,02     51,35 ± 0,03 
Material Orgânico (%) 
 16,14 ± 0,01       17,91 ± 0,01 17,67 ± 0,01   17,40 ± 0,01 
Material Mineral (%) 
 30,10 ± 0,02          32,24 ± 0,02 29,91 ± 0,02     31,42 ± 0,02 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  α vs VBM.  
 
    Nas tíbias diferenças foram encontradas nos parâmetros de volume 
ósseo, material orgânico, material mineral e água no osso. O volume ósseo foi maior 
nos grupos VBM e SrR em relação ao Controle. O grupo VBM apresentou maior 
percentual de material orgânico quando comparado aos grupos Controle e SrR, o 
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percentual de material mineral foi maior no grupo SrR+VBM comparado ao VBM e o 
percentual de água no osso foi maior no grupo Controle comparado ao SrR+VBM e 
SrR (figura 17 e tabela 9). 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
   
 
 
 
Figura 17. Gráficos das propriedades biofísicas das tíbias. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  vs Controle.    & vs SrR.  α 
vs VBM.  β vs SrR+VBM. 
 
Tabela 9. Propriedades biofísicas das tíbias  
Grupos      Controle SrR VBM SrR+VBM 
Volume Ósseo (cm3)      0,36 ± 0,02      0,38 ± 0,02     0,38 ± 0,02   0,37 ± 0,03 
Densidade Óssea (g/cm3)      1,59 ± 0,04    1,62 ± 0,03   1,58 ± 0,02   1,62 ± 0,07 
Densidade Mineral (g/cm3)       0,71 ± 0,04    0,74 ± 0,03   0,69 ± 0,03   0,74 ± 0,05 
Água no Osso (%)         32,01 ± 2,03
&β
 
 30,35 ± 0,02  30,90 ± 0,01 30,45 ± 0,03 
Material Orgânico (%) 
    23,51 ± 1,39  23,53 ± 0,01   25,26 ± 0,01 23,83 ± 0,01 
Material Mineral (%) 
    44,48 ± 1,70  45,81 ± 0,01 43,84 ± 0,01  45,97 ± 0,02
α
 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  & vs SrR.  β vs SrR+VBM. 
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4.5. Propriedades biomecânicas das tíbias e vértebras 
  Nas tíbias a rigidez, carga máxima e tenacidade foram maiores no grupo 
SrR quando comparado ao Controle e VBM. Somente o grupo SrR apresentou maior 
rigidez quando comparado ao SrR+VBM (figura 18 e tabela 10). Em relação à 
resiliência e a carga no ponto de fratura não foram observadas diferenças significantes 
entre os grupos estudados.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
Figura 18. Gráficos das propriedades biomecânicas das tíbias. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  vs Controle. α vs 
VBM.  β vs SrR+VBM.  
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Tabela 10. Propriedades biomecânicas das tíbias  
Grupos      Controle   SrR         VBM SrR+VBM 
Carga Máxima (N) 
  76,53 ± 8,14     89,26 ± 8,08α  73,37 ± 5,25    81,94 ± 6,47 
Resiliência (J) 
   0,02 ± 0,00   0,02 ± 0,00   0,02 ± 0,01      0,02 ± 0,01 
Tenacidade (J) 
   0,05 ± 0,01      0,06 ± 0,01α   0,04 ± 0,00      0,04 ± 0,02 
Rigidez (N/mm) 172,73 ± 6,66     217,51 ± 7,88αβ 176,68 ± 20,20  175,80 ± 39,06 
Carga na Fratura (N) 
  0,04 ± 0,01   0,10 ± 0,19  0,04 ± 0,01      0,04 ± 0,02 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  α vs VBM.  β vs SrR+VBM. 
 
  As análises realizadas nas vértebras mostraram que a carga máxima e a 
tenacidade foram maiores nos grupos Controle, SrR e SrR+VBM comparados ao grupo 
VBM, já a rigidez foi maior no grupo SrR quando comparado somente aos grupos 
Controle e VBM. Não foram observadas diferenças estatisticamente significantes nos 
parâmetros de resiliência e deslocamento máximo (figura 19 e tabela 11). 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 19. Gráficos das propriedades biomecânicas das vértebras. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  vs Controle. α vs 
VBM.   
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Tabela 11. Propriedades biomecânicas das vértebras 
Grupos 
           Controle              SrR 
 
      VBM SrR+VBM 
Carga Máxima (N) 
      83,50 ± 15,14   185,35 ± 18,13α    125,47 ± 28,66     176,20 ± 39,20α 
Resiliência (J) 
        0,04 ± 0,01   0,04 ± 0,01         0,03 ± 0,01         0,04 ± 0,03 
Tenacidade (J)         0,39 ± 0,05α     0,44 ± 0,03α 
        0,28 ± 0,07         0,38 ± 0,04α 
Rigidez (N/mm) 
     531,65 ± 77,99    757,43 ± 7,41α     518,50 ± 80,70     634,07 ± 77,85 
Desloc. Máximo mm) 
   0,54 ± 0,14     0,65 ± 0,41       0,49 ± 0,19        0,55 ± 0,16 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  α vs VBM.   
 
4.6. Histomorfometria 
O volume ósseo trabecular BV/TV (%) do grupo VBM foi menor do que 
todos os outros grupos, entretanto o grupo SrR foi o único que apresentou maior 
volume trabecular quando comparado ao grupo Controle, mas não em relação ao 
SrR+VBM. Quando avaliamos a espessura do osso cortical observamos que tanto o 
tratamento com SrR isolado e quando associado a VBM foram maiores que o grupo 
Controle e VBM, e não foram observadas diferenças entre esses dois tratamentos. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 20. Gráficos de volume ósseo trabecular e espessura do osso cortical. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  vs 
Controle.  α vs VBM.   
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Tabela 12. Volume Ósseo trabecular e espessura do osso cortical 
Grupos          Controle            SrR 
 
        VBM      SrR+VBM 
BV/TV (%) 23,09 ± 4,16 α 25,06 ± 4,27α 14,14 ± 0,05 21,67 ± 0,06 α 
Ct.Wi (µm) 847,05 ± 58,33  1164,23 ± 72,17α   920,74 ± 87,86 1210,11 ± 77,73α 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  α vs VBM.   
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 21 – Fotomicrografias de cortes histológicos de fragmentos do osso fêmur distal 
de ratos fêmeas Wistars osteopênicos com 12 meses de idade evidenciados por H.E. A 
– Grupo Controle. Notar menor área trabecular e espessura do osso cortical quando 
comparado aos grupos SrR e SrR+VBM.  B – SrR. Observar maior espessura do osso 
cortical que os grupos Controle e VBM. C – Grupo VBM. Notar menor área óssea 
trabecular e espessura do osso cortical comparado ao SrR e SrR+VBM. D – Grupo 
SrR+VBM. Observar maior área óssea trabecular e espessra do osso cortical que os 
grupos Controle e VBM.  Ct: osso cortical; Gp: disco epifisário; Ma: medula óssea; Tb: 
osso trabecular. 
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Figura 22 – Fotomicrografias de cortes histológicos do fragmento do osso fêmur distal 
de ratos fêmeas Wistars osteopênicos com 12 meses de idade evidenciados pelo H.E.  
A e B. Grupo Controle. C e D. Grupo SrR. E e F. Grupo VBM. G e H. Grupo 
SrR+VBM. Observar em C e G a maior espessura do osso cortical em relação ao A e 
E. Notar em B, D e E maior volume ósseo trabecular em relação a E. Observar em D 
que o grupo SrR apresentou maior volume ósseo trabecular em relação ao Controle 
(B). Tb: Trabécula; Ct: osso cortical; Ma: medula óssea. 
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4.7. Picro-sirius red 
 
   As análises de colágeno mostraram que os grupos SrR e SrR+VBM 
apresentaram maior birrefringência avermelhada do que os outros grupos, sendo mais 
expressiva no SrR+VBM e menos no VBM, tanto na região cortical quanto trabecular. O 
grupo VBM apresentou a maior birrefringência esverdeada entre todos os grupos 
estudados, tanto na região trabecular quanto na região cortical, e o grupo que exibiu a 
menor birrefringência esverdeada foi o SrR+VBM. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 23. Fotomicrografias de cortes histológicos do fragmento do osso fêmur distal de 
ratos fêmeas Wistars osteopênicos com 12 meses de idade evidenciados com picro-
sirius red e visualizados ao microscópio de luz polarizada. Visão das regiões cortical e 
trabecular de todos os grupos mostrando a predominância da birrefringência 
avermelhada e esverdeada. A e B. Grupo Controle. B e C. Grupo SrR. D e E. Grupo 
VBM. F e G. Grupo SrR+VBM. Observar em E e F a maior intensidade da 
birrefringência esverdeada, correspondente ao grupo VBM.  Em G e H a maior 
intensidade da birrefringência avermelhada que corresponde ao grupo SrR+VBM. Tb: 
Trabécula; Ct: osso cortical; Ma: medula óssea. 
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Figura 24. Fotomicrografias de cortes histológicos do fragmento do osso fêmur distal de 
ratos fêmeas Wistars osteopênicos com 12 meses de idade evidenciados com picro-
sirius red e visualizados ao microscópio de luz polarizada. Visão das regiões cortical e 
trabecular dos grupos VBM (A e B) e SrR+VBM (GIV). A e C. Região cortical. B e D. 
Região trabecular. Fotomicrografias dos grupos que apresentaram a maior 
birrefringência esverdeada (VBM) e avermelha (GIV) entre todos os estudados. Tb: 
Trabécula; Ct: osso cortical; Ma: medula óssea. 
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4.8. TRAP 
  O grupo que recebeu o tratamento com a terapia combinada (SrR+VBM) 
apresentou o maior número de osteoclastos TRAP positivos na região trabecular. Já na 
região cortical não foram observadas diferenças estatisticamente significantes entre os 
grupos (figura 25, tabela 15). Ao avaliarmos cada grupo proporcionalmente, foi 
verificado que na região trabecular o grupo SrR apresentou 19% menos osteoclastos 
que o Controle, e os grupos SrR+VBM e VBM tiveram 33% e 43% mais osteoclastos 
que o Controle. Entre os grupos tratados, tanto o VBM quanto o SrR+VBM tiveram 
mais osteoclastos que o SrR, 75% e 65% respectivamente, e o SrR+VBM mostrou 6% 
menos osteoclastos que o VBM. 
  Na região cortical todos os tratamentos (SrR, VBM e SrR+VBM) foram 
positivos, diminuindo o número de osteoclastos, onde os grupos SrR, VBM e SrR+VBM 
tiveram 31%, 29% e 37% respectivamente. Entre os grupos tratados, o SrR apresentou 
8% mais osteoclastos que o SrR+VBM e 11% mais que o VBM. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 25. Gráficos das células TRAP-positivas no fêmur distal. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  & vs SrR.  α VS VBM. 
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Tabela 13. Células TRAP positivas – Osteoclastos 
Grupos          Controle             SrR 
 
     VBM     SrR+VBM 
Trabecular 
     22,62 ± 17,31      19,92 ± 8,12  19,73 ± 11,73     28,33 ± 13,57
&α
 
Cortical 
       7,62 ± 3,25        7,23 ± 5,18    6,53 ± 4,70       7,00 ± 5,66 
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  & vs SrR.   α vs VBM.   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 26- Fotomicrografias de cortes histológicos do fragmento do osso fêmur distal de 
ratos fêmeas Wistars osteopênicos com 12 meses de idade submetidas ao método de 
TRAP. A, B e C. Grupo Controle. D, E e F. Grupo SrR. G, H e I. Grupo VBM. J, K e 
L. Grupo SrR+VBM. As figuras A, D, G e J ilustram a região cortical e as figuras B, C, 
E, F, H, I, K e L ilustram a região trabecular. As figuras de M a O são detalhes das 
células TRAP-positivas (osteoclastos) dos grupos SrR, VBM e SrR+VBM. As setas 
indicam a localização das células TRAP-positivas (osteoclastos) no tecido ósseo. 
Observar no grupo SrR+VBM nas figuras J e K a maior quantidade de células TRAP-
positivas (setas) em relação ao  grupo Controle na região trabecular. Observar nas 
figuras I, L e O a grande quantidade de núcleos dos osteoclastos. Tb: Trabécula; Ct: 
osso cortical; Ma: medula óssea. 
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4.9.  Quantificação dos glicosaminoglicanos sulfatados no fêmur 
 
  Os géis de eletroforese em agarose para a quantificação dos 
glicosaminoglicanos sulfatados no osso fêmur revelaram a migração eletroforética na 
altura da banda do condroitim sulfato. Não houve detecção de dermatam e heparam 
sulfato. Ao avaliar a quantificação de condroitim sulfato foi observado que os grupos 
SrR, VBM e SrR+VBM apresentaram menor quantidade em relação ao grupo Controle 
(figura 22 e tabela 13). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 27. Gráfico de Condroitim Sulfato no fêmur. Mediana ± Min.Max. P<0,05.  & vs SrR.  α vs VBM.  β vs 
SrR+VBM. 
 
Tabela 14. Glicosaminoglicanos (Condroitim Sulfato) 
Grupos                       
 
        µg/mg de tecido 
Controle 
    
  10.286 ± 4.521&αβ 
SrR 
       4.443 ± 1.757 
VBM 
       3.014 ± 1.845 
SrR+VBM 
       2.041 ± 1.872 
Dados expressos em média ± desvio padrão.  & vs SrR.   α vs VBM.  β vs SrR+VBM. 
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Figura 28. Perfil eletroforético dos glicosaminoglicanos sulfatados evidenciando a migração na altura do Condroitim 
Sulfato (CS). 
 
 
 
  4.10. Ácido hialurônico  
  Após a análise realizada para a quantificação de ácido hialurônico foram 
observadas diferenças significantes entre os grupos estudados. O grupo VBM 
apresentou o maior nível de ácido hialurônico comparado aos outros grupos, e o grupo 
SrR+VBM o menor (figura 24 e tabela 14). 
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Figura 29. Gráfico dos níveis de Ácido Hialurônico no fêmur distal. Mediana ± Min.Max. P<0,05.   vs Controle.  
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Tabela 15. Ácido Hialurônico (AH) 
Grupos 
                      
 
         µg/mg de tecido 
Controle 
    
    0,033 ± 0,004β 
SrR 
   
    0,026 ± 0,003 β 
VBM 
   
    0,026 ± 0,013&β 
SrR+VBM 
       0,022 ± 0,016  
Dados expressos em média ± desvio padrão. vs Controle.  & vs SrR.    β vs SrR+VBM. 
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      5. DISCUSSÃO  
  Este estudo teve como objetivo avaliar os efeitos do ranelato de estrôncio 
associado à vibração mecânica de baixa intensidade e frequência no tecido ósseo de 
ratas osteopênicas. Utilizamos o ranelato de estrôncio na dose de 625mg com base 
nos achados já descritos na literatura por corresponder à dose de 2g utilizada em 
humanos no tratamento para a osteoporose, por equivaler aproximadamente ao nível 
da concentração de estrôncio encontrada no sangue durante pesquisas com SrR 
(Marie et al., 1993; Ammann et al., 2004; Meunier et al., 2004; Marie et al., 2008, Bain 
et al., 2009; Habermann et al., 2010). Essa correlação de dosagem não é feita com 
base no peso, mas sim, no metabolismo e absorção do medicamento (Marie  et  al.,  
2011; Campo et al., 2013).  
  Trabalhos na literatura sugerem que frequências vibratórias variando 
entre 15 e 90 Hz podem exercer efeito anabólico sobre o tecido ósseo (Rubin et al., 
2002; Oliveira et al., 2010), desta forma optamos por utilizar a frequência de 60 Hz. 
Porém um consenso entre a frequência e intensidade ideais de vibração mecânica 
ainda não estão bem estabelecidos (Burr et al., 1997; Fritton et al., 2001; Pope et al., 
2003; Oliveira et al., 2010). 
  A cirurgia de ooforectomia tem sido utilizada para se obter o modelo 
osteopênico em animais (Kalu, 1991; Marie et al., 1993; Bain et al., 2009; Li et  al., 
2010; Ozturan et  al., 2011), entretanto a maioria dos estudos realizados com SrR ou 
VBM iniciam o tratamento logo após a ooforectomia (Arlot et al.,1992; Marie et al., 
1993; Flieger, et al., 1998; Judex et al., 2007; Bain et al., 2009; Li et al., 2010). É sabido 
que neste modelo o tratamento funciona mais como uma prevenção a osteopenia, e 
não como um tratamento propriamente dito. Somado ao fato de existirem poucos 
trabalhos sobre a espera de 3 meses após a ooforectomia para que ocorra a perda 
óssea (Tezval et al., 2011), não foram encontrados na literatura trabalhos que 
associem o tratamento com ranelato de estrôncio a vibração mecânica como uma 
possível terapêutica para osteoporose. 
  Em nosso estudo os animais foram semanalmente pesados de maneira 
individual e os primeiros dados referentes à massa corporal foram coletados no início 
do experimento ao realizarmos a separação dos grupos e, a última pesagem ocorreu 
no dia da eutanásia. Constatamos ganho de massa corporal em todos os grupos após 
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a ooforectomia até o início do tratamento. Não foram osbservadas alterações na massa 
corporal de todos os grupos durante o período de tratamento. O ganho de massa 
corporal após a cirurgia de ooforectomia está bem documentado na literatura (Kalu, 
1991; Ishimi et al., 1999; Kim & Om,  2001;  Paik  et  al.,  2003; Brouwers et al., 2010). 
Esse aumento na massa corporal tem sido atribuído a um decréscimo no metabolismo 
basal e não a um maior consumo de alimentos (Deyhim et al., 2003). Entretanto, 
poucos trabalhos verificaram alterações na massa corporal durante o tratamento com 
SrR (Delannoy et al., 2002; Bain et al., 2009) e com VBM (Jankovich, 1972; Flieger et 
al., 1998), além disso não há relatos na literatura referentes aos tratamentos 
administrados de forma combinada. 
  Diferenças na massa corporal também não foram observadas por Bain et 
al. (2009) em ratas tratadas com SrR, porém o tratamento realizado pelos autores foi a 
longo prazo (13 meses) e o modelo de estudo foram ratas Sprague-Dawley, com o 
início do tratamento logo após a ooforectomia. Delannoy et al. (2002) trataram animais 
a longo prazo e verificaram o aumento da massa corporal no segundo ano no grupo 
que recebeu a maior dose de SrR, contudo os autores utilizaram camundongos machos 
e fêmeas e doses diferentes da utilizada em nosso estudo (200, 600 e 1.800mg/kg/dia).  
  Flieger et al. (1998) também não observaram diferenças em relação ao 
ganho de massa dos animais submetidos a vibração mecânica, porém na literatura não 
existe um consenso a respeito dos efeitos de estímulos mecânicos sobre a massa 
corporal de animais ooforectomizados (Nordsletten et al.,1994; Zhang et al., 2001).  
  As análises biométricas não revelaram diferenças em relação ao 
comprimento dos fêmures. Marie e colaboradores (1993) ao analisarem o fêmur de 
ratas Sprague-Dawley com 3 meses de idade, tratadas logo após a ooforectomia com 
SrR por 60 dias e também não encontraram diferenças em relação ao comprimento dos 
fêmures. Em um estudo realizado por Ammann et al. (2004) tanto em machos como em 
fêmeas foi observado o aumento no comprimento dos fêmures no grupo tratado com 
SrR, entretanto neste experimento o tratamento foi realizado por 104 semanas, 
diferente do realizado em nosso estudo. Nos resultados referentes à espessura dos 
fêmures pudemos observar que o grupo SrR foi o que apresentou a maior espessura 
comparado aos outros grupos. Também no estudo de Ammann et al. (2004) foi notado 
o aumento na espessura do fêmur em ratas Fisher não ooforectomizadas de 6 a 7 
semanas, entretanto o tratamento foi realizado a longo prazo (104 semanas) com SrR 
 69 
 
nas doses de 450 e 900mg/Kg/dia. Esse aumento observado na espessura foi 
associado à maior resistência óssea.  
  Nas tíbias os resultados foram mais expressivos do que os observados 
nos fêmures. Os grupos que foram submetidos ao tratamento com VBM e também a 
terapia combinada (SrR+VBM), apresentaram maior espessura e comprimento 
comparados ao Controle, e somente o grupo VBM mostrou comprimento superior ao 
grupo SrR.  
Após avaliação dos resultados obtidos comparando cada grupo no início e 
ao final do tratamento, constatamos que o tratamento com SrR de forma isolada foi 
mais efetivo nos parâmetros avaliados por densitometria óssea, pois o grupo submetido 
a esse tratamento foi o único a obter ganho na DMO, CMO e Área, tanto na região de 
corpo total, como na região do fêmur-tíbia refletindo, como mostrado nas análises 
biomecânicas que serão discutidas mais adiante em maior rigidez e maior capacidade 
em suportar cargas, sugerindo maior capacidade em resistir a grandes deformações 
antes de fraturar. Este grupo também apresentou à maior DMO e CMO nas duas 
regiões analisadas quando comparamos todos os grupos ao término do tratamento, e 
maior área do que o grupo Controle na região do fêmur-tibia.  
O grupo submetido à VBM apresentou perda de DMO na região do fêmur-
tíbia, porém apresentou maior área comparado ao grupo Controle, na mesma região ao 
término do tratamento. Acreditamos que se o período de tratamento com VBM fosse 
estendido ou realizado logo após a OVX (forma preventiva), talvez pudéssemos ter 
observado efeito positivo na DMO neste grupo, como apontam alguns trabalhos na 
literatura (Flieger et al., 1998; Judex et al., 2007). Corroboram com essa ideia os 
resultados obtidos com as análises biométricas nas tíbias (discutidas anteriormente). 
  É sabido que o estrôncio pode incorporar-se ao tecido ósseo (Boivin et al., 
1996; Dahl et al., 2001) e não podemos descartar a possibilidade do aumento 
observado na DMO do grupo SrR esteja relacionado a maior incorporação de estrôncio 
neste grupo, do que no grupo que além do estrôncio foi também submetido a VBM. De 
alguma forma, a Vibração parece atrasar o processo de mineralização, pois este 
parece mais evidente no grupo que recebeu apenas o tratamento com SrR, doque no 
grupo associado.  Ressaltamos que este é o primeiro estudo utilizando SrR e VBM de 
forma associada como tratamento da osteopenia em animais OVX, estudos 
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complementares são necessários para o melhor entendimento dos mecanismos de 
ação desses tratamentos no tecido ósseo. 
Aumento da DMO foi observado por Ahmet-Camcioglu et al. (2009) em 
ratas Sprague-Dawley, ooforectomizadas e tratadas por 2 meses com SrR, porém o 
tratamento foi realizado de modo preventivo com início logo após a ooforectomia e com 
alta dose de SrR (1.800mg/kg/dia). Em estudos clínicos realizados com mulheres 
menopausadas tratadas com 2g de SrR verificou-se o aumento da DMO no colo do 
fêmur, na região vertebral e no quadril após 3 anos de tratamento (Meunier et al., 
2004). Rizzoli et al. (2010) também notaram o aumento da DMO em mulheres 
osteoporóticas que foram tratadas com SrR e alendronato nas doses terapêuticas 
permitidas por um período de 2 anos. 
 Os resultados obtidos com as vértebras e as tíbias não foram similares 
em relação aos parâmetros biofísicos. Sabe-se que sítios esqueléticos distintos 
respondem de maneira diferente a determinados tipos de tratamentos, inclusive a 
própria vibração mecânica responde diferente aos sítios ósseos dependendo da 
frequência e intensidade de estímulos, pois essa resposta está relacionada à 
microarquitetura óssea da região estudada. Somado a isso, a proporção de osso 
trabecular e cortical nas regiões do fêmur e tíbia são diferentes, enquanto que nas 
vértebras essa proporção é mais homogênea (Breitman et al., 2003; Silva, 2011). Além 
disso, o processo de remodelação óssea ocorre com maior intensidade no osso 
trabecular do que no osso cortical, pois o osso trabecular é mais suscetível a 
alterações provocadas pela osteoporose (Riggs, Melton, 1998; World Health 
Organization, 1994; Silva, 2011).  
Nas vértebras observamos que o tratamento combinado (SrR+VBM) e 
também com SrR de forma isolada levaram ao aumento da densidade mineral em 
relação ao Controle e VBM, e o conteúdo de material orgânico de ambos foi superior 
somente quando confrontados com o grupo Controle. Nas tíbias observamos maior 
volume ósseo no grupo VBM em relação ao Controle, e do percentual de material 
orgânico em relação ao Controle e também ao SrR. Os resultados biofísicos 
encontrados nas tíbias suportam nossos achados referentes aos parâmetros 
biométricos também encontrados nas tíbias. Aumento no percentual de material 
orgânico em animais ooforectomizados e submetidos à VBM também foi observado por 
Florêncio et al. (2013). Os grupos SrR e SrR+VBM apresentaram diminuição do 
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percentual de água no osso comparados ao Controle, essa diminuição pode ter 
ocorrido devido ao aumento do percentual de material orgânico, pois a água presente 
no osso pode ter dado lugar ao tecido ósseo neoformado. Pacheco-Costa (2010) 
também encontrou diminuição no percentual de água no osso em tíbias de animais 
OVX que apresentaram o maior percentual de material orgânico após tratamento com 
hPTH (1-34). 
   O aumento no porcentual de material orgânico observado nas tíbias do 
grupo VBM pode estar relacionado à maior presença de fibras colágenas delgadas 
(birrefringência esverdeada) conforme observado nos fêmures neste grupo, já nas 
vértebras o aumento observado nos grupos SrR e SrR+VBM  pode estar relacionado 
também a presença de fibras colágenas, porém espessas (birrefringência 
avermelhada). Salientamos, no entanto que outros elementos que compõem a matriz 
orgânica podem ter cooperado para que ocorresse esse aumento. Estudos 
complementares são necessários.  
Diante dos resultados obtidos com a densitometria óssea e os testes 
biofísicos realizamos o ensaio de compressão para as vértebras e o teste de flexão a 3 
pontos para as tíbias afim de avaliar se o tratamento com SrR associado a VBM e de 
ambos de forma isolada poderia alterar alguns parâmetros que refletem na resistência 
dos ossos às fraturas.  
Ao avaliarmos os resultados dos testes biomecânicos pudemos observar 
que o tratamento com SrR foi mais eficaz do que os outros tratamentos, principalmente 
nas tíbias. Apesar desses achados, observamos que a capacidade em suportar cargas 
nas vértebras do grupo SrR+VBM foi maior do que o grupo que recebeu somente o 
tratamento com VBM, somado a isso, não observamos diferenças na rigidez, na 
tenacidade e na capacidade em suportar cargas entre os grupos SrR e SrR+VBM nas 
vértebras, e desses dois últmos parâmetros também nas tíbias. Nas tíbias a maior 
rigidez observada no SrR em relação ao SrR+VBM pode ter ocorrido pelo fato do teste 
de flexão a 3 pontos ter sido realizado na diáfise, região composta principalmente por 
osso cortical. Isso pode explicar também porque as vértebras responderam melhor ao 
tratamento combinado. 
Quanto a este tipo de teste, algumas considerações devem ser discutidas. 
Em grande parte dos trabalhos, o teste de flexão a três pontos é realizado na diáfise de 
ossos longos (Breitman et al. 2003; Picherit et al. 2001; Comelekoglu et al., 2007; 
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Washimi et al., 2007). Entretanto, estudos indicam que dependendo do osso em que 
este teste é realizado, os resultados podem variar. Breitman et al. (2003) observaram 
que o teste de flexão a três pontos realizados em diáfise de fêmures, não foi capaz de 
detectar diferenças significantes na carga máxima suportada pelo fêmur entre os 
grupos. No entanto, quando este mesmo teste foi realizado em vértebras lombares, os 
autores detectaram diferenças significantes nesse parâmetro entre os grupos (Silva, 
2011). 
É sabido que a rigidez é a capacidade da amostra para resistir a 
deformações e a carga máxima corresponde a maior carga suportada pelo osso 
durante o teste, já a tenacidade representa a energia necessária para provocar a 
ruptura do osso (Pastor, 2009). Deste modo, nossos resultados indicam que a maior 
capacidade de suportar carga refletiu no aumento da resistência óssea, sugerindo que 
o osso formado durante o tratamento com SrR isolado nas tíbias e associado a VBM 
nas vértebras é capaz de resistir a grandes deformações antes de fraturar.  
O maior percentual de material orgânico observado nas tíbias do grupo 
VBM pode estar relacionado à sua menor capacidade em suportar cargas quando 
comparado ao grupo SrR. Acreditamos que a mineralização da matriz no grupo VBM 
não esteja totalmente completa devido ao período de tratamento, talvez se fosse 
estendido pudéssemos observar nesse grupo um estágio de mineralização mais 
avançado. Talvez, o teste de flexão a 3 pontos não é sensível o suficiente para detectar 
mudanças nessa fase pelo fato da inclusão de um agente anabólico ao tratamento com 
VBM, o que pode ter acelerado o processo de maturação do osso e por isso foram 
vistas alterações na resistência óssea. 
  Ammann et al. (2004 & 2007) também observaram aumento na rigidez e 
na capacidade em suportar cargas nas vértebras e fêmures de ratas Fisher com 2 
meses de idade, mas somente no grupo que recebeu a dose de 900mg/kg/dia de SrR e 
após um período de 2 anos de tratamento. Observamos essas diferenças no grupo SrR 
com um curto período de tratamento e com dose inferior. Brouwers et al. (2010) 
estudaram ratas OVX submetidas ao tratamento com vibração mecânica por um 
período de 6 semanas, 20 minutos por dia, com 0.3 g a 90 Hz e não observaram 
alterações significantes nos parâmetros analisados com o teste de flexão a 3 pontos 
em tíbias. Contudo esse estudo foi realizado por período curto (6 semanas), diferente 
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do nosso onde o período de experimento foi de 12 semanas com frequência e 
intensidade diferentes. 
Para melhor compreendermos a ação dos tratamentos na 
microarquitetura óssea realizamos análises histomorfométricas na região do osso 
trabecular e do osso cortical. Os resultados mostraram que o SrR isolado foi mais 
efetivo na região trabecular que o tratamento com VBM isolada, e não mostrou 
diferença significante quando comparado ao grupo SrR+VBM. Desta forma, o 
tratamento com VBM na área trabecular não teve a mesma eficácia do que os 
tratamentos contendo ranelato de estrôncio. Novamente, acreditamos que o tempo de 
tratamento observado neste experimento não tenha sido suficiente para que a VBM 
pudesse reestabelecer a área óssea trabecular. Uma vez que o modelo animal de 
estudo foram ratas já maduras (6 meses). 
É sabido que atividades físicas proporcionam aumento na massa e 
resistência óssea mostrando-se mais eficaz em crianças do que em indivíduos adultos. 
Além disso, a atividade física não mostra a mesma eficácia em relação à estrutura 
óssea quando comparamos com crianças (Forwood & Burr, 1993; Bassey et al., 1998; 
Silva, 2011). O decréscimo da eficácia tem sido atribuído à diminuição da sensibilidade 
do tecido ósseo a estímulos mecânicos com o avançar da idade (Rubin et al., 1992; 
Turner et al., 1995). 
Marie et al. (1993) observaram que o tratamento com ranelato de 
estrôncio foi capaz de prevenir parcialmente a perda do volume ósseo nas tíbias de 
ratas ooforectomizadas e submetidas imediatamente ao tratamento com SrR. Deve-se 
salientar que o modelo de estudo, diferente do utilizado por Marie et al. (1993), tem 
como base modelos osteopênicos, onde primeiro é provocada a perda óssea e depois 
é iniciado o tratamento para tentar reverter o quadro de osteopenia.  
Em relação à espessura do osso cortical foi verificado que essa região 
respondeu melhor ao tratamento combinado, pois a espessura observada nesse grupo 
foi superior a do grupo Controle e VBM, resultado também observado no grupo SrR. 
Rubinacci et al. (2008) observaram aumento significativo da área óssea cortical e 
medular e maior resistência a tensão no grupo submetido a vibração mecânica de 30 
HZ, 3g, mostrando que a VBM tem efeito anabólico no tecido ósseo de animais 
ooforectomizados e, que o potencial osteogênico está limitado a modelação do córtex 
ósseo e dependa da amplitude de vibração aplicada. 
 74 
 
Diferente dos nossos resultados, Sehmish et al. (2009) observaram efeito 
positivo da VBM sobre o osso trabecular como: aumento da área óssea, do número de 
nódulos trabeculares e do número de trabéculas quando comparado aoosso cortical de 
ratas Sprague Dawley, ooforectomizadas e submetidas a vibração mecânica a 90 Hz, 
duas vezes ao dia por 15 minutos, 7 dias por semana durante 35 dias. Neste estudo 
utilizamos uma freqüência mais baixa (60 Hz) e por um período mais longo (90 dias), e 
constatamos efeitos positivos da VBM somente quando combinada ao tratamento com 
SrR. 
Rubinacci et al. (2008) observaram aumento da área trabecular e também 
do osso cortical em tíbias de animais submetidos a vibração mecânica por 6 semanas, 
a 30 Hz, logo após o procedimento de OVX. Os diferentes resultados encontrados na 
literatura podem estar relacionados a diferentes frequências, intensidades e período de 
tratamento, pois não existe um consenso sobre quais são mais anabólicos (Burr et al., 
1997; Fritton et al., 2001; Pope et al., 2003; Oliveira et al., 2010). 
 Bain e colaboradores (2009) ao utilizarem o SrR nas doses de 125, 250 e 
625mg/kg/dia pelo período de 13 meses verificaram a prevenção da perda do volume 
ósseo em vértebras independente da dose, porém não observaram diferenças 
significantes em relação a espessura do osso cortical. Entretanto, o tratamento foi 
iniciado logo após a ooforectomia, diferindo novamente do modelo deste estudo que 
houve uma espera de 90 dias para obtenção do modelo osteopênico. Os resultados 
obtidos com o tratamento combinado (SrR+VBM) são inéditos, pois não há na literatura 
relatos sobre análises histomorfométricas em animais submetidos ao tratamento 
associado entre ranelato de estrôncio e vibração mecânica.  
 Considerando que pouco se sabe sobre a ação do SrR, da VBM e da 
associação entre esses dois tratamentos nos componentes da matriz óssea, buscamos 
avaliar seus efeitos em alguns componentes da parte orgânica dessa matriz. Dentre os 
compontentes orgânicos, as fibras colágenas estão presentes em maior quantidade no 
tecido ósseo, desta forma buscamos avaliar possíveis alterações destas fibras após os 
tratamentos. O colágeno possui birrefringência e em reações histoquímicas utilizando-
se Picro Sirius Red com posterior análise em microscópio de luz polarizada, as fibras 
colágenas podem apresentar-se esverdeadas ou avermelhadas. 
Em 1980, Montes e colaboradores relataram as birrefringências do 
colágeno como sendo de tipos diferentes, assim as fibras mais finas e menos 
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birrefringentes apresentariam a birrefringência esverdeada e estariam relacionadas ao 
colágeno do tipo III, e as fibras mais espessas com birrefringência amarelada até o 
vermelho intenso (fibras avermelhadas) estariam relacionadas ao colágeno do tipo I 
(Montes & Junqueira, 1991). Foi relatado posteriormente que tanto a birrefringência 
esverdeada quanto a avermelhada poderiam ser o colágeno do tipo I, porém 
subdivididas em dois tipos de fibras: maduras e imaturas.  
Dessa forma, as fibras colágenas do tipo I, ditas maduras são mais 
espessas e encontram-se aglomeradas, por isso aparecem com uma birrefringência 
desde o amarelo, passando pelo laranja até chegar ao vermelho intenso que é o 
colágeno mais maduro, já as fibras colágenas imaturas do tipo I são compostas de 
fibrilas finas dispostas espaçadamente e apresentam uma birrefringência esverdeada 
(Szendröi et al., 1984; Retamoso et al., 2009). 
Poucos trabalhos na literatura científica investigaram a relação do 
ranelato de estrôncio a possíveis alterações no colágeno e esses trabalhos foram 
realizados in vitro (Canalis et al., 1996; Barbara et al., 2004). Além disso, não existem 
estudos na literatura científica que abordam a ação da vibração mecânica sobre as 
fibras colágenas, entretanto, em um trabalho realizado por nosso grupo de pesquisa 
(Moura et al., 2014) foi observado em camundongos fêmeas OVX submetidos ao 
tratamento com VBM efeitos positivos sobre esse componente da matriz óssea. Os 
resultados apresentado neste estudo referente ao tratamento combinado (SrR+VBM) 
são inéditos, pois não existe nenhum trabalho na literatura relacionando esse 
tratamento ao colágeno. 
A maior birrefringência avermelhada foi observada nos grupos SrR e 
SrR+VBM comparados aos outros grupos, sendo mais expressiva no grupo combinado, 
indicando a presença de fibras colágenas espessas (maduras). Provavelmente, o 
tratamento com a terapia combinada pode ter acelerado o turnover ósseo culminando 
em fibras mais espessas neste grupo. A birrefringência esverdeada presente em maior 
quantidade no grupo VBM em relação a todos os outros grupos, sugere uma maior 
quantidade de fibras colágenas delgadas (imaturas), o que pode estar relacionado a 
alterações na organização dessas fibras, indicando que um processo de remodelação 
óssea possa estar ocorrendo. Esse desarranjo pode acontecer quando há a diminuição 
de proteoglicanos ricos em condroitim sulfato (Corsi et al., 2002; Pacheco-Costa, 
2010), o que corrobora com nossos achados que serão discutidos adiante.  
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Acreditamos que o grupo VBM esteja em um estágio anterior no processo 
de remodelação óssea, e os grupos SrR e SrR+VBM em um estágio mais avançado. 
Campos (2013) também observou em animais OVX tratados com diferentes doses de 
SrR (300 e 625 mg/kg/dia), a maior birrefringência avermelhada no grupo que recebeu 
a maior dose.  
Desorganização das fibras colágenas pode levar a uma matriz óssea 
menos resistentes a fraturas (Mansell & Bailey, 2003; Silva, 2011) e dessa forma, 
acreditamos que o tratamento com SrR e SrR+VBM contribuiu para a formação de uma 
matriz óssea mais resistente a fraturas. 
  Interpretações morfológicas envolvendo a remodelação do colágeno 
devem ser analisadas com certo cuidado, pois a produção ou degradação destas 
proteínas ocorrem com frequência durante o desenvolvimento e processos de reparo 
(Montes, 1996). Apesar dos achados inéditos deste trabalho, acreditamos que uma 
análise bioquímica mais apurada deveria ser realizada para evidenciar discretas 
alterações nas fibras colágenas dos grupos estudados. 
Os resultados obtidos com a técnica de TRAP mostraram o grande 
número de osteoclastos no grupo submetido ao tratamento com SrR+VBM na região 
trabecular em relação aos outros grupos. No entanto, ao consideramos o número de 
osteoclastos proporcionalmente a área óssea trabecular (volume ósseo) de cada grupo, 
verificamos que o tratamento com SrR foi mais eficaz nessa região, diminuindo em 
19% o número de osteoclastos em relação ao Controle. Já os grupos SrR+VBM e VBM 
apresentaram maior percentual de osteoclastos que o Controle, respectivamente 33% e 
43%. Quando comparamos somente os grupos tratados, notamos que tanto o grupo 
VBM quanto o SrR+VBM exibiram maior número de osteoclastos que o SrR, 
respectivamente 75% e 65%. Porém, o grupo combinado mostrou apenas 6% menos 
osteoclastos que o VBM.  
  Desta forma, podemos afirmar que o tratamento com SrR foi o mais 
efetivo na região trabecular, pois foi o único que levou a diminuição do número de 
osteoclastos em relação ao Controle. Esse resultado corrobora com os achados de 
densitometria óssea (DMO e CMO), testes biofísicos, biomecânicos e análises 
histomorfométricas no grupo que recebeu tratamento com SrR. Por outro lado, o 
grande número de osteoclastos presentes no grupo VBM também vai ao encontro do 
menor volume ósseo trabecular (BV/TV), diminuição da DMO, menor capacidade em 
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suportar cargas e menor rigidez neste grupo, sugerindo que um intenso processo de 
reabsorção óssea esteja ocorrendo. 
  Quando analisamos o osso cortical, não observamos diferenças entre os 
grupos, no entanto se considerarmos o número de osteoclastos proporcional a 
espessura da cortical (Ct.Wi) todos os tratamentos levaram a diminuição do número de 
osteoclastos nessa região, onde os grupos SrR, VBM e SrR+VBM apresentaram 31%, 
29% e 37% menos osteoclastos que o Controle respectivamente. 
  Poucos trabalhos na literatura correlacionam o tratamento com SrR e 
VBM com a diminuição de osteoclastos. Campos (2013) observou o aumento de 
osteoclastos em ratas maduras osteopênicas tratadas com SrR (300 mg/kg/dia), e a 
diminuição no número de osteoclastos no grupo que recebeu a 625 mg/kg/dia de SrR, 
tanto na região trabecular quanto cortical. Moura (2014) observou uma diminuição no 
número no osso cortical de camundongos fêmeas OVX após tratamento com VBM.  
Em outro estudo que utilizou o SrR de forma isolada em doses mais 
baixas do que a utilizada neste experimento, mostrou que o tratamento aumentou a 
reabsorção óssea em um primeiro momento, entretanto, não é sabido o que pode 
acontecer quando o tratamento é realizado de forma prolongada (Fuchs et al., 2008; 
Ma et al., 2011). Não existem relatos na literatura que abordem a ação da terapia 
combinada (SrR+VBM) sobre o número de osteoclastos. 
No osso os principais glicosaminoglicanos são o condroitim sulfato (CS), 
queratam sulfato (KS), dermatam sulfato (DM) e heparam sulfato (HS) (Candlish & Holt, 
1971; Fedarko et al.,1990; Grzesik et al., 2002; Yamamoto et al., 2005; Campos, 2013), 
no entanto, após a extração e identificação dos GAGs foi possível identificar apenas o 
perfil eletroforético semelhante ao do condroitim sulfato, e este diminuiu em todos os 
grupos tratados em relação ao Controle. No entanto, não encontramos diferenças entre 
os grupos tratados. Estudos relatam que o processo de mineralização do osso envolve 
a diminuição dos glicosaminoglicanos sulfatados. O condroitim, queratam e o 
dermatam sulfato estão presentes no osteóide recém-formado, e posteriormente com o 
progresso da calcificação esses GAGs sulfatados são removidos (Kazama  et  al., 
1992; Takagi et  al., 1997;  Nakamura et  al., 2001). A diminuição dos GAGs nos grupos 
tratados nos sugere que um processo de mineralização esteja ocorrendo, dessa forma 
os GAGs precisam ser degradados para que o cálcio preso aos grupamentos sulfato 
seja liberado, para que em seguida esses grupamentos sejam desarranjados e o cálcio 
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liberado, para então ser concretizada a união entre o cálcio e fósforo originando assim 
o fosfato de cálcio, elemento principal no processo de mineralização da matriz  (Irving, 
1973; Chen & Boskey, 1985).  
Diminuição nos níveis de condroitim em animais OVX tratados com SrR 
(300 e 625mg/kg/dia) também foi observada por Campos (2013), sugerindo um 
processo de mineralização. Pacheco-Costa (2010) ao submeter ratas OVX ao 
tratamento com hPTH (1-34) observaram diminuição do condroitim no grupo que 
recebeu a maior dose (5µg/kg/dia), indicando que o processo de mineralização estava 
ocorrendo nesse grupo.  
   Merli e colaboradores (2012) observaram os efeitos do laser de baixa 
intensidade no processo de remodelação óssea no fêmur de ratos machos Wistar, 
onde também foi observado à diminuição de condroitim sulfato no osso maduro após 
14 dias de tratamento.  
  Outro glicosaminoglicano, porém não sulfatado que está presente no 
tecido ósseo é o ácido hialurônico, e esse desempenha importante papel na formação, 
reabsorção e mineralização óssea (Prince, 2004; Hirata et al., 2009; Campos, 2013). 
Após a quantificação do ácido hialurônico pelo método de Elisa foi observado o 
aumento desse GAG no grupo VBM e a diminuição no SrR+VBM em relação a todos 
os outros grupos. É sabido que o AH de baixo peso molecular desempenha funções 
variadas como promover o aumento da osteoclastogênese, bem como manter os 
osteoclastos ligados a matriz através do receptor CD44. Assim quando em maior 
quantidade aumenta o número de osteoclastos formados e em atividade, 
consequentemente aumentando a taxa de reabsorção óssea (Rodan & Martin, 1981; 
Aruffo et al., 1990; Fujii et al., 2003; Ariyoshi et al., 2005). Já o AH de alto peso 
molecular desempenha função contrária ao de baixo peso, inibindo a diferenciação de 
progenitores de osteoclastos por meio do receptor CD44, sobretudo pelo receptor Toll-
like 4 (TLR4) (Chang et al., 2007). Pode também atuar na formação óssea 
proporcionando o aumento do número de osteoblastos, promovendo a diminuição da 
reabsorção e o aumento da formação óssea (Sasak & Watanabe, 1995).  
  Acreditamos que o ácido hialurônico encontrado no grupo VBM seja o de 
baixo peso molecular, pois quando correlacionamos nossos achados com os resultados 
obtidos pelo TRAP e outras técnicas já discutidas nesse trabalho reforçam a ideia de 
que nesse grupo esteja ocorrendo um intenso processo de reabsorção óssea. Esses 
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dados de AH são inéditos e necessitam de maiores investigações, por isso uma análise 
bioquímica para peso molecular é necessária.  
  Os resultados obtidos após o término de todas as análises mostraram que 
o tratamento com ranelato de estrôncio associado à vibração de baixa intensidade e 
frequência a curto prazo (3 meses) exerceu efeito positivo em alguns parâmetros 
analisados: espessura/comprimento das tíbias, densidade mineral e material orgânico 
das vértebras, reorganização das fibras colágenas, glicosaminoglicanos da matriz 
óssea e espessura do osso cortical. Ressaltamos, no entanto, que os resultados 
obtidos referentes à ação do tratamento com SrR de forma isolada nos constituintes do 
tecido ósseo mostraram-se bastante satisfatórios, principalmente por elevar a 
densidade mineral óssea/conteúdo mineral ósseo, a rigidez e melhorar a 
microarquitetura óssea (BV/TV). Além disso, o tratamento com SrR de forma isolada 
também culminou no aumento do percentual de material orgânico, densidade mineral, 
capacidade em suportar cargas e na espessura dos fêmures e do osso cortical.  
  Levando-se em conta o que foi observado e com base em nossos 
achados de densitometria óssea, parece que o tratamento com vibração mecânica 
levou a um atraso no processo de mineralização, visto que os dados 
histomorfométricos não demonstraram diferenças em relação à área óssea trabecular e 
a espessura do osso cortical entre os grupos ranelato de estrôncio, e quando o mesmo 
é associado à vibração mecânica. Além disso, a rigidez óssea no grupo que recebeu 
tratamento com ranelato de estrôncio, talvez esteja relacionado a um processo de 
mineralização mais adiantado. 
  É amplamente aceito que atividades físicas proporcionam aumento na 
massa e na resistência óssea com maior eficácia em crianças do que em adultos e, 
além disso, quando se considera a estrutura óssea de indivíduos mais velhos a 
atividade física tem se mostrado menos eficaz (Forwood, Burr, 1993; Bassey et al., 
1998). Esse decréscimo de eficácia é atribuído à redução da sensibilidade do tecido 
ósseo a estímulos mecânicos com o aumento da idade (Rubin et al., 1992; Turner et 
al., 1995). Embora essas observações tenham sido feitas em humanos, os resultados 
observados em nosso estudo no que diz respeito aos efeitos do tratamento com 
vibração mecânica isolada e associada ao ranelato de estrôncio, podem ser devido ao 
nosso modelo experimental ser considerado ratos fêmeas velhos (maduros). 
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Desta forma, no modelo experimental por nós utilizado neste estudo 
(ratas ooforectomizadas e osteopênicas tratadas por 3 meses), tanto o tratamento com 
ranelato de estrôncio associado a vibração mecânica de baixa intensidade e frequência 
bem como o ranelato de estrôncio administrado de forma isolada melhoram a 
microaquitetura e a qualidade óssea. 
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    6. CONCLUSÃO 
 
 Nossos resultados nos permitem concluir que o tratamento com ranelato de 
estrôncio associado à vibração mecânica de baixa intensidade e baixa frequência por 
um período de 3 meses: 
 
  Ampliou o comprimento e espessura das tíbias; 
 Elevou a densidade mineral, o percentual de material orgânico, à capacidade em 
suportar cargas e tenacidade nas vértebras; 
 Aumentou a espessura do osso cortical no fêmur; 
 Acelerou o turnover ósseo; 
 Teve ação na reorganização das fibras colágenas e nos glicosaminoglicanos da 
matriz óssea;  
 Elevou o número de osteoclastos no fêmur distal.  
 
O tratamento com ranelato de estrôncio na dose de 625mg associado à 
vibração mecânica de baixa intensidade e baixa frequência a curto prazo (90 dias) 
exerceu ação positiva nos constituintes do tecido ósseo em ratas osteopênicas. No 
entanto, o tratamento isolado com ranelato de estrôncio na dose de 625mg também 
foi eficaz em alguns parâmetros analisados neste trabalho, principalmente elevando a 
densidade e o conteúdo mineral ósseo dos animais submetidos a esse tratamento. O 
grupo que recebeu o tratamento isolado (SrR) também apresentou a maior 
capacidade de suportar cargas, maior tenacidade e a maior rigidez nas tíbias; e nos 
fêmures o maior volume ósseo. Desta forma, nossos resultados apontam que tanto o 
tratamento com ranelato de estrôncio associado à vibração mecânica bem como o 
ranelato administrado de forma isolada melhoram os parâmetros da microaquitetura e 
a qualidade óssea em ratas osteopênicas.  
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Abstract 
 
Introduction: Bone tissue is composed by cells and a calcified extracellular matrix. The 
imbalance between the rate of bone formation and reabsorption can lead to 
osteoporosis. Strontium ranelate (SrR) is indicated for severe osteoporosis treatment, 
although it is unclear whether its action on bone tissue can be enhanced when 
combined with mechanical vibration. Aim: To investigate bone tissue changes of 
osteopenic rats submitted to treatment with strontium ranelate, associated with low 
intensity and frequency mechanical vibration. Methods: Forty female Wistar rats were 
ovariectomized and after three months divided into 4 groups: Group I (control) - gavage 
with vehicle solution; Group II - gavage with 625 mg/kg/day of SrR; Group III – 
submitted to mechanical vibration (20 min., 60Hz/0.6g/day); Group IV - gavage with 625 
mg/kg/day of SrR + mechanical vibration (20 min., 60Hz/0.6g/day). The animals were 
weekly weighed and underwent bone densitometry at the beginning and after 90 days of 
treatment.  After euthanasia, the femurs bone were processed for histomorphometric, 
histochemistry (Picro-Sirius red) and biochemistry analyzes. Some sections were 
subjected to TRAP method for osteoclasts quantification. Tibiae and vertebrae were 
frozen for biophysical and biomechanical analyzes. All results were statistically 
analyzed. Results: The SrR group was the only one that exhibited gain in all 
parameters analyzed by densitometry (BMD, BMC and area), in both regions (whole 
body and femur-tibiae) analyzed; also showed the highest BMD at the end of the 
treatment. There was a thickness and length increase in the tibia of the SrR + VBM 
group, while the SrR group showed only increased thickness in the femurs. The largest 
bone volume, load bearing capacity, stiffness and toughness were observed in the tibias 
and vertebrae of SrR group. The VBM group had higher percentage of organic material 
and bone volume in the tibia, and in the SrR and SrR+VBM showed greater mineral 
density and percentage of organic material in the vertebrae. Histomorphometric 
analyzes revealed higher trabecular bone volume in the femur of the SrR and SrR+VBM 
groups compared to VBM group, but only the SrR group was higher than Control. 
Thickness of cortical bone was high, both in the SrR and SrR+VBM groups. The biggest 
red birefringence was observed in the SrR+VBM group, and the largest green in VBM 
group. There was a decrease in the levels of chondroitin sulfate in all treated groups 
compared to Control. The amount of hyaluronic acid was higher in the VBM group. 
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Conclusion: The strontium ranelate treatment associated with mechanical vibration, as 
well as strontium ranelate administered alone, exerted positive effects on bone tissue 
constituents, accelerating bone remodeling and promoting the reestablishment of bone 
microarchitecture in osteopenic rats. 
 
